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Abstract 
The mechanism to maintain stem cell properties and to exit into differentiation pathways is 
a pivotal question in stem cell research. Spermatogonia are the adult stem cells of the male 
germ  line, which are used  in biomedical research as a source of undifferentiated cells. The 
communication between germ line stem cells and specialized somatic cells (Sertoli cells and 
Leydig  cells)  plays  important  roles  in  stem  cell maintenance,  germ  cell  proliferation,  and 
differentiation. With regard to the biology of stem cells and spermatogenesis, the medaka 
(Oryzias latipes) is used as a teleost model organism, and it is also used to assess the effects 
of  endocrine  disruptors  on  reproductive  phenomena.  However,  the  lack  of  suitable 
molecular markers  hampers  the  detection,  isolation  and  analysis  of  different  testis  cells 
including gonial stem cells and Leydig cells. Therefore, oct4, sox2 and cyp11b were chosen to 
create transgenic reporter  lines for the  labeling of stem cells and Leydig cells, respectively. 
The  present  study  had  the  aim  to  examine  the  temporal  and  spatial  expression  of  the 
respective genes during embryonic development and in adult gonads of the medaka, and to 
describe  the  application  of  these  transgenic  lines  in  stem  cell  biology  and  reproductive 
biology. The mCherry expression in transgenic fish of the line FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 marks 
embryonic  stem  cells,  Leydig  cells  and  interstitial  cells  in  adult  testis.  Faithful  EGFP  and 
DsRed expression in transgenic reporters strains for oct4 and cyp11b mimics the endogenous 
expression of oct4/pou2 and cyp11b‐protein, respectively. The reporter gene expression  in 
the  strains  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  and  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  allows  the  visualization  of  oct4 
positive cells during embryonic development, PGCs, early germ cells and adult gonial cells. 
The  Leydig  cells  express  brightly  green  or  red  fluorescence  in  the  medaka  strains  FSI‐
Tg(cyp11b‐EGFP)20  and  FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434,  respectively,  allowing  the  easy 
identification of Leydig cells in adult testis. 
The oct4‐EGFP reporter  labels medaka embryonic and spermatogonial stem cells,  in which 
the  spermatogonial  stem  cells  at  the  ends  of  the  testicular  lobules  show  brightly  green 
fluorescence.  The  transgenic  expression  in  stem  cells  is  also  shown  in  the  flow  plot  of 
primary  testis  cells.  The  spermatogonia  are  the  largest  cells  and  have  the  strongest 
fluorescence,  which  decreased  upon  differentiation.  Therefore,  the  oct4‐EGFP  reporter 
strains will  provide  an  opportunity  to  detect  and  to  isolate  the  EGFP  expressing  cells  for 
transplantation. These strains will also facilitate further experiments on the effects of drugs 
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or hypoxia on these cells, because the strongest EGFP expressing cells can be easily detected 
in transgenic lines.  
Labeling  of  Leydig  cells  in  cyp11b  reporter  lines  opens  a  new  area  to  study  the  seasonal 
variation of  spermatogenesis. The medaka  is a  seasonal breeder  in  its natural habitat and 
the  simulation of  seasonal  changes  allows  the  simultaneous quantitative  analysis of oct4‐
EGFP and cyp11b‐DsRed expressing cells under such conditions. 
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1. Introduction 
Germ cells occupy a unique position in animal reproduction and development. They play an 
important role in transmitting genetic information to subsequent generations in all sexually 
reproducing animals. The primordial germ cells (PGCs) are the founder cells of the germ cell 
lineage (Rajpert‐De Meyts et al., 2003). The PGCs are referred to the transient stage to the 
diploid  germ  cell  precursors  that  present  in  the  embryo  before  they  enter  into  close 
association with the somatic cells of the gonad and become irreversibly committed as germ 
cells  (Hogan, 2001). Upon when  the PGCs  reach  the gonadal anlage,  they come  into close 
association with gonadal somatic cells.  The gonadal somatic cells protect the germline cells, 
and  interact  with  each  other.  The  endocrine  system  has  a  master  control  over 
gametogenesis. In adult individuals, the gonial stem cells are represented by oogonia in the 
female and spermatogonia  in the male. Spermatogonia undergo stem cell self‐renewal and 
differentiation  followed  by  proliferative,  meiotic  and  spermiogenic  phases  until  finally 
spermatozoa are produced. Oogonia undergo  synchronous mitotic and meiotic division  to 
form cyst forming cells, which enter the diplotene stage of meiosis, and then folliculogenesis 
(Nakamura et al., 2011).  The zygote is produced from egg and sperm. The zygote undergoes 
successive  cell  division,  and  embryonic  stem  cells  are  formed.  In  this way,  the  germline 
ensures  its  continuation  by  re‐establishing  both  totipotency  and  pluripotency  from  the 
unipotent  germ  cells,  oocyte,  and  sperm.  The  early  specification  of  germ  cells,  their 
progression throughout development and the formation of a zygote again have been named 
the totipotent cycle of the germline.  
The work presented here is chiefly concerned with the adult spermatogonial stem cells (SSC) 
and  steroid producing  Leydig  cells  in  teleost  testis. First,  the  identification of  Leydig  cells, 
then the identification of SSCs in vivo is discussed. The model organism, medaka (O. latipes) 
will be introduced as a vertebrate model to study stem cells and spermatogenesis, gives an 
overview of  cellular  composition  of  vertebrate  testis,  stem  cells  and  stem  cell niche,  and 
summarizes  current  knowledge  about  the  identification  of  stem  cells  and  Leydig  cells  in 
medaka testis. 
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1.1. Medaka as a model organism to study stem cells and spermatogenesis 
Fishes,  the  largest  and  most  diverse  group  of  vertebrates  are  accepted  as  excellent 
experimental models for studies in embryology, neurobiology, endocrinology, ecotoxicology, 
and other areas  (Powers, 1989). Medaka  (Oryzias  latipes) and zebrafish  (Danio  rerio) have 
been  accepted  as model organisms  in  various  scientific  fields because of  their  small  size, 
short  generation  time,  transparency  of  their  embryo,  and  availability  of  their  genome 
information.  In medaka, many  inbred  strains are available. Completely  transparent  strains 
make  medaka  in  vivo  studies  possible  in  adult  individuals  (Wakamatsu  et  al.,  2001). 
Phenotypic  characteristics  (sex‐specific  leucophores)  distinguish  the  sexes  in  early 
developmental stages (Fig. 1.1; Wakamatsu et al., 2003; Wada et al., 1998). Medaka differs 
considerably  from zebrafish  in terms of sex determination and genome size.  In contrast to 
zebrafish, Medaka has a XX/XY sex determination system like mammals, and the gene DMY 
for  the  male  sex‐determination  has  been  identified,  which  allows  successful  sex 
determination  of  this  species  regardless  of  strain  or  phenotype  (Matsuda  et  al.,  2002; 
Matsuda, 2005; Nanda et al., 2002). Since the genome size of the medaka  is one‐half  (800 
Mb)  of  the  size  of  zebrafish  genome  (Ishikawa,  2000),  it  is  expected  that  the  regulatory 
regions  of  the  genome  are  also  smaller  in medaka  than  in  zebrafish  that  facilitates  the 
generation of reporter  lines.  In addition to this, transgenic techniques are available, which 
enable the generation of new transgenic organism with suitable characteristics for the basic 
research of gene expression (Ozato et al., 1992). These unique features of the medaka have 
already  been  used  to  label  germ  cells  in  transgenic  fish  carrying  a  vasa‐GFP  transgene 
(Wakamatsu  et  al.,  2001). Moreover,  a  stable  embryonic  stem  cell  line, MES1  cells  from 
blastulae  of  the medaka  fish  have  the  competence  of  chimera  production  (Hong  et  al., 
1998), and SSC line is capable of sperm production in vitro (Hong et al., 2004). The successful 
nuclear transfer technique in medaka enabling diploidized eggs to reprogram adult somatic 
cell nuclei into pluripotency (Bubenshchikova et al., 2007), and the production of transgenic 
medaka by transferring sperm nucleus into mature oocytes (Liu et al., 2011) makes medaka 
suitable for stem cell research. All these phenotypic and genetic features of medaka and the 
use of this species make  it as a splendid model organism to conduct research on stem cell 
and spermatogenesis. 
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Figure 1.1. Male and female medaka (FSIgu strain; adapted from Kinoshita et al., 2009). The sex of 
adult medaka can be determined by observing the size and shape of the anal and dorsal fin from the 
side by  the eyes. Both dorsal and anal  fins are  larger  in male than that  in the  female.  In male, the 
dorsal  fin has a cleft at  the posterior margin, and  the hindmost rays are separated  from  the other 
rays (arrow).  In the female, the anal fin has a right‐angled triangle shape (arrowhead), and narrowed 
posterior edge ends. 
 
In addition to the potential of the medaka in stem cell research, sexual differentiation (Aida, 
1921)  and  nonspontaneous  intersexuality  of  this  species  make  an  ideal  model  for 
investigating  the  sex  steroid–mimicking  effects  of  chemicals. Medaka  has  been  used  in 
studying  the  effect  of  numerous  xenobiotics  known  as  ‘endocrine  disruptors’  on 
reproduction  (Song  and  Gutzeit,  2003;  and  references  therein).  Adapting  transgenic 
techniques, this  fish provides a powerful opportunity  for evaluating aquatic contamination 
since  fluorescence  can  be  detected  by  observing  with  fluorescent  microscope  without 
sacrificing fish (Hano et al., 2005).  
 
1.2. Biology of stem cells  
The hallmarks of  stem  cells  are  a  committed but  relatively undifferentiated  state, a  long‐
term ability to proliferate, and an ability to produce both new stem cells (self‐renewal) and 
differentiated progenitor cells when various cell types (such as skin, muscle, bone, etc) are 
required. This classical definition of a stem cell requires that it possess two properties: 
 Self‐renewal: the ability to go through numerous cycles of cell division while maintaining 
the undifferentiated state.  
 Potency:  The potency of  a  cell  specifies  its  differentiation  potential,  or  potential  to 
differentiate  into  different  cell  types.  Stem  cells  are  categorized  as  totipotent, 
M
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pluripotent, multipotent or unipotent by their potential to differentiate into other types 
of cells (Jaenisch and Young, 2008).  
 
Figure  1.2.  The  concept  of  stem  cells.  A  stem  cell  divides  to  produce  another  stem  cell  and  a 
committed cell. The committed cell can divide again, but  its progeny have  the ability to give rise a 
restricted set of differentiated cell types (modified from Gilbert, 2006).  
 
Embryonic  stem  cells  and  reprogrammed  stem  cells  are  widely  used  as  an  example  of 
pluripotency. The totipotent zygote has the capacity to form all cell lineages of an organism 
including extraembryonic  tissues  such as  the placenta during mammalian development.  In 
contrast to totipotent cells, pluripotent cells do not form trophectoderm during mammalian 
development. Commonly used  functional criteria  to assess  the pluripotency of cells are  in 
vitro  differentiation,  teratoma  formation,  chimera  formation,  germline  contribution,  and 
tetraploid  complementation  (Jaenisch  and  Young,  2008).  Morphological  and  molecular 
characteristics are currently used  to define pluripotency  (Smith et al., 2009). For example, 
gene  like oct4, which  is  silent  in differentiated  cells, but present  in undifferentiated  stem 
cells  are  used  to  define  pluripotency  (Hammachi  et  al.,  2012;  Sterneckert  et  al.,  2012). 
Undifferentiated  stem  cells  have  a  high  ratio  of  nucleus  to  cytoplasm  and  prominent 
nucleoli.  To  test whether  gonadal  stem  cells  are  pluripotent,  scientists  allow  the  cells  to 
differentiate spontaneously in cell culture, manipulate the cells so that they will differentiate 
to  form specific cell types, or  inject the cells  into an  immunosuppressed mouse to test  for 
the formation of a teratoma (a tumor containing a mixture of differentiated cells) (Hou and 
Singh, 2008). 
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Table  1.1.  Some  terms  related  to  developmental  potency  of  stem  cells  (modified  from 
Jaenisch and Young, 2008). 
 
 
Commonly, stem cells come from two main sources:  
1. Embryonic stem (ES) cells: Cells of the blastula stage during embryological development. 
2. Adult  stem  cells: Adult  stem  cells  have  been  found  in  tissues  such  as  the  brain,  bone 
marrow, blood, blood  vessels,  skeletal muscles,  skin,  liver  and gonad. Both  types of  stem 
cells  (embryonic  and  adult)  are  generally  characterized  by  their  potency,  or  potential  to 
differentiate into different cell types. 
 
Relevance of adult stem cells in life sciences 
Adult  stem  cell  lineages  are  responsible  for  long‐term maintenance  and  repair  of  tissues 
containing highly specialized, short‐lived cell types, including blood, skin, and the epithelium 
of  the  intestine and colon.  It  is generally  thought  that adult stem cells are  limited  in  their 
ability  to  differentiate  based  on  their  tissue  of  origin. Differentiated  cells  in many  adult 
tissues  e.g.  breast,  lung,  skeletal muscle,  bladder,  and  prostate  are  produced  from  adult 
stem cells  in  response  to physiological changes or damage. The mechanisms  that  regulate 
adult stem cell self‐renewal, and  the proliferation and differentiation of stem cell progeny 
are  the  key  not  only  for  harnessing  the  potential  of  adult  stem  cells  for  regenerative 
medicine, but also for understanding the developmental origins of cancer. Adult stem cells 
can divide or self‐renew indefinitely enabling them to generate a range of cell types from the 
originating organ or even regenerate the entire original organ. Many common cancers arise 
in adult stem cell lineages, and there is increasing evidence that defects in the mechanisms 
that  regulate proliferation and differentiation  in adult stem cell  lineages can contribute  to 
oncogenesis (Trosko, 2006). The advances in understanding how the local microenvironment 
of the stem cell niche regulates self‐renewal and differentiation of germline stem cells have 
important  implications  for  the  study  of  somatic  cells  as well  as  for  the  germline. Due  to 
Stem cells Potency
• Totipotent: Ability to differentiate  into all possible cell types, e.g. zygote. 
• Pluripotent: Ability to differentiate  into almost all cell types, e.g. embryonic stem 
cells. 
• Multipotent: Ability to differentiate  into a closely related family of cells, e.g. 
hematopoietic stem cells.
• Unipotent: Ability to produce only cells of their own, e.g. oogonia. 
• Induced pluripotent stem cells: Adult cells (e.g. epithelial cells) reprogrammed  to 
give rise to pluripotent capabilities.
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interest  in  the  multiple  uses  of  embryonic  and  adult  stem  cells  for  basic  and  applied 
research, e.g.  reproductive cloning or  regenerative  tissue  therapy,  it  is  important  to know 
the  factors  that  controlling  pluripotency  and  differentiation. When  undifferentiated  stem 
cells differentiate, a change in gene expression networks occurs. Research on stem cells may 
help to clarify the role of that gene in determining the differential potential of the stem cells. 
Therefore, attempts have been made to characterize markers that would identify these stem 
cells with a view to use them in addressing important questions concerning biochemical and 
cellular properties of  these  interesting cells.  In my study, SSCs of medaka  (Oryzias  latipes) 
are used as a pool of stem cells of this vertebrate model organism. 
 
1.3. Spermatogonial stem cells and spermatogenesis 
1.3.1. Spermatogonial stem cells 
The  germline  stem  cells  (GSC)  in  the  testis,  the  spermatogonia  ensure  the  production  of 
differentiated sperms  throughout  the  reproductive  life. Male GSCs are unipotent, devoted 
solely to the generation of sperm. They must maintain a balance between the production of 
mature sperm and the self‐renewal of the stem cell pool. The composition of germ cells  in 
adult testis  is different from ovary among vertebrates.   Mitotic division of oogonia finishes 
before birth  in many mammals  (Pepling and Spradling, 1998; 2001), while  the SSCs of  the 
testis  are  present  until  adulthood  in  most  of  the  vertebrates,  e.g.  fish  and  amphibian 
(Nakamura et al., 2011). The function of male GSCs has broad implications for development 
and  disease.  Spermatogenesis  is  a  fundamental  process  for  the  species.  Spermatogenic 
defects can result  in  infertility or disease such as  testicular germ cell cancer. For example, 
germ cells are derived from the pluripotent cells of the proximal epiblast in mouse (Gardner 
and  Rossant,  1979). On  rare  occasions  the  differentiation  process  is  disrupted,  and  germ 
cells can form tumors (Rajpert‐De Meyts et al., 2003). Male GSCs exhibit many similarities to 
other stem cell systems. SSCs are rare, lie in a protected area in the testis among supporting 
cells, which may regulate their behavior. Male GSCs are the most resistant cells to irradiation 
or  chemical  damage  (Kiger  and  Fuller,  2001).  Like  hematopoietic  stem  cells,  SSCs  in 
mammals and  teleost are  transplantable with an ability  to both expand  the stem cell pool 
and to regenerate an entire depleted spermatogenic lineage. Although SSCs are known to be 
unipotent  in  vivo,  mammalian  spermatogonia  were  reported  to  be  pluripotent  in  vitro 
(Fagoonee et al., 2011; Conrad et al., 2008; Guan et al., 2006). Human adult SSCs show many 
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similarities of cellular and molecular characterization  to human embryonic  stem cells, and 
the SSCs are able to form teratoma after transplantation into immunodeficient mice (Conrad 
et al., 2008). Similar to human SSCs, isolated multipotent adult germline stem cells (maGSCs) 
from  mouse  testis  acquire  embryonic  stem  cell  properties.  These  cells  are  able  to 
spontaneously differentiate into derivatives of the three embryonic germ layers in vitro and 
generate teratoma in immunodeficient mouse (Guan et al., 2006). Such adult stem cells are 
of  great  interest  in  biological  and  biomedical  research  because  the  knowledge  about  the 
factors  that  regulate  adult  stem  cell  self‐renewal,  the  proliferation  and  differentiation  of 
stem cell progeny are the key for their use in medical therapies and regeneration.  
 
1.3.2. Stem cell niche, regulation and spermatogenesis 
1.3.2.1. Well studied SSC niche in Drosophila testis 
The niche  is defined by  its specific microenvironment that allows the stem cell to retain  its 
stemness (Hofmann, 2008; Li and Xie, 2005). SSCs reside in a niche, which regulates stem cell 
properties, such as, self‐renewal, pluripotency, quiescence and their ability to differentiate. 
It  is composed of the cellular components of the microenvironment surrounding stem cells 
as well  as  the  signals  emanating  from  the  support  cells. And,  the  intimate  association  of 
somatic  cells with  germ  cells  is  a  general  characteristic  feature of  gametogenesis  in both 
invertebrates  and  vertebrates. All  adult  stem  cells  are  thought  to  be  present  in  niche  or 
microenvironment.  The  germ  line  stem  cells  are  the  best  studied  in  invertebrates,  e.g. 
Drosophila.  In  Drosophila,  the  germ  stem  cells  are  tightly  linked  to  their  niche  or 
microenvironment, which  regulates  their behavior  (Scadden, 2006; Spradling et al., 2001). 
The stem cells reside in a regulatory microenvironment called hub. The hub consists of about 
a  dozen  somatic  testis  cells  and  is  surrounded  by  5‐9  germline  stem  cells.  The  testis 
maintains 2 types of stem cells. The germ stem cells (GSCs) attached to the hub are flanked 
by somatic cyst stem cells (CySCs). The CySCs  lie with their cell bodies displaced away from 
the  hub  but maintain  contact  with  it  via  thin  cytoplasmic  processes  that  extend  down 
between  the GSCs  to  touch  the hub. The  cytoplasmic processes of  the CySCs  insulate  the 
GSCs  from  each  other.  The  somatic  cells  of  the  hub  are  able  to  regulate  stem  cell 
proliferation  by  secreting  the  paracrine  factor  unpaired  into  the  cells  attached  to  them. 
Unpaired  secreted by hub  cells  activates  the  Janus  kinase‐signal  transducer  and  activator 
transcription (JAK‐STAT) pathway, which requires for the cell to autonomously maintain the 
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attachment of GSCs to the hub and for self‐renewal of cyst stem cells (CySC). A gonialblast is 
produced by asymmetric division of a GSC. One daughter cell inherits the attachment to the 
hub, remains subject to local niche signals, and renews stem cell identity, whereas the other 
is displaced away from the niche (Yamashita et al., 2007; 2003; Yamashita and Fuller 2005). 
Those daughter cells that divide in such a way loosing contact to hub become the gonialblast 
cells. These cells are distant  from  the paracrine  factor and cannot receive  the niche signal 
beginning spermatogenesis  (Tulina and Matunis, 2001; Kiger et al., 2001). Similar  to GSCs, 
the daughter cells produced from the division of CySCs that maintains attachment to the hub 
maintains  stem  cell  identity  and  the  daughter  displaced  away  from  the  hub  normally 
differentiates as a cyst cell. Activation of EGFR triggers the somatic cyst cells to envelop the 
gonialblast and may also induce changes in gene expression in the cyst cells required for the 
germ  cells  to  execute  the  transit‐amplifying  (TA)  division  program.  The  gonialblast  cells 
divide  to become  the precursors of  the  sperm  cells. The  cyst  cells normally do not divide 
again,  but  accompany  and  codifferentiate with  the  germ  cells  throughout  the  process  of 
spermatogenesis  (Spradling  et  al.,  2011).  In  this way,  the  cyst  cells  functionally  resemble 
Sertoli  cells of  vertebrate  testis, although  individual  cyst  cells do not  associate with germ 
cells at different  stages, and  there  is no equivalent CySC  is  identified  in  vertebrates  (fish, 
mammals). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1.3. Stem cell niche in the Drosophila testis (modified from (a) Gillbert, 2006; (b) Spradling et 
al., 2011).  (a) The germ cells are attached  to apical hub cells, which consists of somatic cells.   The 
germline stem cells (red) divide asymmetrically to form another stem cell, which remains attached to 
the somatic hub cells (green). The other daughter cell is displaced away, and form sperm precursors, 
spermatogonia  (light pink), and  initiates differentiation.  (b)   Unpaired  (Upd)  secreted by hub  cells 
(green) activates the Janus kinase‐signal transducer and activator transcription (JAK‐STAT) pathway, 
which requires the cell  to autonomously maintain the attachment of GSCs  to the hub and  for self‐
renewal of cyst stem cells  (CySC). A gonialblast  (pink)  is distant  from the paracrine  factor of niche. 
Activation of  EGFR  triggers  the  somatic  cyst  cells  to  envelop  the  gonialblast  and may  also  induce 
changes  in  gene  expression  in  the  cyst  cells  required  for  the  germ  cells  to  execute  the  division 
program. Text in blue color indicates testis cells. 
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Communication between germline and  special  somatic  cells plays  important  roles  in both 
stem cell maintenance and in germ cell proliferation and differentiation. Self‐renewal at the 
expense of differentiation can cause tumorigenesis, whereas differentiation at the expense 
of  self‐renewal  can  cause  germ  cell  depletion  and  infertility  (Spradling  et  al.,  2011).  The 
somatic cells of  the apical hub express  the secreted  ligand Upd, which binds  the receptor, 
Domeless, activating the Drosophila JAK, encoded by the hopscotch gene. The activated JAK 
then phosphorylates the transcription  factor STAT  in the cytoplasm, causing  it to dimerize, 
move  into  the nucleus, and bind  to  target DNA  sequences. Activation of STAT  in CySCs  is 
necessary  and  sufficient  to maintain  the  somatic  cells  in  the  stem  cell  state,  and  also  to 
maintain  attachment  of GSCs  to  the  hub  (Leatherman  and Dinardo  2010;  Flaherty  et  al., 
2010).   
 
1.3.2.2. A potential niche of SSC in vertebrates 
The SSC niche in vertebrates is not well defined. No specific structures represent an obvious 
anatomical  niche  has  been  identified  in  vertebrates.  In  mouse,  the  single  type  A 
undifferentiated  spermatogonia  (As)  can  divide  to  form  two  new  As  cells,  or  divide with 
incomplete cell division (mitosis) that results in the daughter cells remaining interconnected 
via  intercellular bridges  (Yoshida, 2010; Russell et al., 1990). As a result, spermatogonia of 
Apaired  (Apr), or Aaligned  (Aal:  clones of 4, 8, or 16  cells)  are  formed  (Fig. 1.4.b). The Apr  and 
subsequent  cysts  are  committed  to  differentiation.  The Aal‐16  spermatogonia  differentiate 
without  cell  division  into  A1  spermatogonia, which  in  turn  divide  to  become  A2,  A3,  A4, 
intermediate and eventually type B spermatogonia. As are thought to be actual stem cells in 
the adult testis of mouse (Nakagawa et al., 2007) since they are not connected to other cells 
through intercellular bridges. They have a large nuclear to cytoplasmic ratio. This concept of 
As cells being the actual spermatogonia with stem cell capacity has been challenged recently 
because undifferentiated spermatogonia type Apr and Aal may have the potential to revert to 
the stem cell  fate  (Nakagawa et al., 2007). The undifferentiated spermatogonia Apr and Aal 
can  act  as  stem  cells  after  severe  testicular  damage  (e.g.  after  chemo‐  or  radiotherapy) 
(Nakagawa et al., 2007). All of the cells of As, Apr and Aal repopulate a recipient testis after 
transplantation,  and behave  like GSCs  (Nakagawa  et  al.,  2010).  Every marker  analyzed  to 
date shows variable expression within the As, Apr, and Aal present in both stem cell‐enriched 
populations used for transplantation or whole‐mount immunostaining. (See next page) 
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Figure 1.4. SSC niche and stem cells in vertebrates. (a) The microenvironment of germline stem cells 
in mouse  testis  (modified  from  Yoshida  et  al.,  2007).  All  spermatogonia  (GSCs)  occupy  the  basal 
compartment  of  the  seminiferous  tubules  between  Sertoli  cell  tight  junctions  and  the  basement 
membrane.  The  GSCs  are  biased  to  the  area  adjacent  to  the  blood  vessels  and  interstitial  cells 
running between the tubules. (b‐d) Male germline stem cell lineage (b: modified from Nakagawa et 
al., 2007). (b) It is assumed in mouse that the single isolated spermatogonia (As) is the basic stem cell 
during steady‐state spermatogenesis (shown by black arrows). However, all of the cells shown in the 
box, the As, Apr, and Aal spermatogonia have stem cell potential. At the 16 cell‐cyst stage, the Aal‐16 
transform  without  cell  division  into  differentiating  spermatogonia.  The  blue  arrows  indicate  the 
ability of cells  to  revert  to  the As  state. Reversion occurs  frequently during  regeneration  following 
insult  and  germ  cell  transplantation.  Aundiff  contains  As, Apr and  Aal.  Aundiff:  type  A  undifferentiated 
spermatogonia; Apr: Apaired, Aal: Aalined (c) In zebrafish, 2 types of undifferentiated spermatogonia, 
type A undifferentiated* spermatogonia (Aund*) and type A undifferentiated spermatogonia (Aund) are 
single cell, and  type A differentiated spermatogonia  (Adiff) are grouped. The  first question mark  (?) 
indicates a doubt  if Aund* and Aund are  separated by a mitosis or  represent different  stages of  the 
same cell cycle, while  the second question mark  indicates uncertainty as regards the  ‘stemness’ of 
Aund. (d) In medaka, type A early undifferentiated spermatogonia (Aearly) is known as spermatogonia. 
The  differentiating  spermatogonia  are  divided  by  mitosis,  and  give  rise  to  proliferating  type  B 
spermatogonia (b‐d). 
 
 
For example, heterogeneity  in gene expression of GFRα1+ and NGN3+ has been observed 
among Aundiff (As, Apr and Aal) spermatogonia.  GFRα1+ cells are expressed largely in As or Apr, 
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while  NGN3+  cells  are  mainly  Aal.  Nonetheless,  the  Aundiff  are  preferentially  located  in 
restricted portions of the basal compartment within the seminiferous tubule between Sertoli 
cell tight junctions (found between Sertoli cells at the site of the blood‐testis barrier) and the 
basement membrane  in  the greatest contact of  the  interstitium  (Fig. 1.4.a; Chiarini‐Garcia 
and Russell, 2002). The real‐time  imaging of Aundiff during migration and cell division shows 
that upon differentiation, they migrate out of these areas and distribute uniformly along the 
tubules when they differentiate (Yoshida et al., 2007). Anatomically, Leydig cells are strongly 
associated with the blood vessels, which might contribute to the niche microenvironment by 
producing  androgens  or  other  factors.  Several  studies  support  the  idea  that  Sertoli  cells 
contribute  to  the  function of  the GSC niche, although  little  is known about  the underlying 
molecular  mechanisms.  And,  the  cellular  components  of  the  niche  have  not  been 
functionally  identified. GDNF, a member of the TGF‐β superfamily produced by Sertoli cells 
can  control GSC  self‐renewal,  and maintain GSCs  in  vitro  (Kanatsu‐Shinohara et  al., 2004; 
Kubota et al., 2004). 
Different nomenclature  is used  to define  spermatogonia among vertebrates  (Fig. 1.4.b‐d), 
and information on specific morpho‐functional or molecular characteristics of the SSC niche 
in the teleost testis is still missing. One of the undifferentiated traits of SSCs is that they are 
single  cells,  i.e.  not  connected  via  cytoplasmic  bridges  to  clone  members. Most  of  the 
undifferentiated  type  A  spermatogonia,  the  primary  source  of  gametes  in  zebrafish  are 
reported to locate preferentially near the interstitium as observed in mammals (Nóbrega et 
al., 2010). The proximity of the SSC niche to the interstitium perhaps reflects the influence of 
hormones,  nutrients  or  the  vascular  supply  of  oxygen.  Undifferentiated  type  A 
spermatogonia  (Aund)  give  rise  to  differentiated  type  A  spermatogonia  (Adiff),  still  sharing 
some morphological characteristics with Aund but with a greatly  reduced potential  for self‐
renewal.  In  zebrafish,  2  types  of  morphologically  distinguished  type  A  undifferentiated 
spermatogonia, Aund* and Aund are  identified  in  the medaka  (Fig. 1.4.c; Schulz et al., 2010; 
LeaI et al., 2009), while only one type of spermatogonia A early (SgAearly) has been identified 
(Fig. 1.4.d; details in section 1.3.2.5). Aund differ from Aund* by a reduced amount of ‘nuage’, a 
smoother outline of the nuclear membrane, an increased amount of heterochromatin, and a 
prominent  nucleolus  (Schulz  et  al.,  2010).  Aund  can  be  the more  rapidly  dividing  ‘active’ 
population  (related  to differentiation and rapid proliferation), and Aund* are  the slow‐cycle, 
‘reserve’ population (related to slow self‐renewal proliferation) because of  relatively stable 
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BrdU  labeling  index  (Nóbrega  et  al.,  2011).  Nonetheless,  there  is  a  doubt  of  stemness 
characteristics of Aund,  and  it  is unknown how  these  two  types of  cells  are  separated  (by 
mitosis  or  if  they  represent  different  stages  of  cell  cycle).  SSCs  were  successfully 
transplanted  to  both male  and  female  recipients  to  evaluate  the  biological  activity  and 
plasticity  of  the  SSC  candidates  (Nóbrega  et  al.,  2010),  but  the  sorted  cells  consists  of 
spermatogonia A and B due to continuous expression of vasa and small differences of vasa‐
GFP intensity in spermatogonia A and B (Leal et al., 2009a).  
 
1.3.2.3. Cellular composition of the medaka testis 
Despite of the diversity of reproductive modes, the basic organization of the testis are same 
in  all  vertebrates.  The  testis  is  divided  into  germinal  and  interstitial  compartments  by  a 
basement  membrane.  The  interstitial  compartment  contains  steroidogenic  Leydig  cells, 
blood vessels, and macrophages, neural and connective tissue cells, which are located below 
the testis wall known as tunica albuginea (Fig. 1.5). The tubular compartment  is delineated 
by a basement membrane and peritubular myoid cells and houses the germinal epithelium. 
The medaka  testis consists of many  tubules,  in which  spermatogenesis proceeds  from  the 
distal part near the wall to the proximal part at the center. Spermatogenesis in the medaka 
is characterized by a cystic mode of development. The spermatocyst  is  the spermatogenic 
unit  of  testis  in  fish. One  germ  cell  or  a  clone  of  isogenic  germ  cells  enclosed  by  one  or 
several Sertoli cells form the cyst (Loir et al., 1995). The cysts are confined to large elongated 
structures limited by a basement membrane. As the spermatogonia divide and differentiate, 
the spermatocyst increases in size (Koulish et al., 2002). The cyst‐forming Sertoli cells retain 
their capacity to proliferate (Schulz et al., 2005). The germ cells undergoing spermatogenesis 
divide synchronously in a cyst and move toward an efferent duct as gametogenesis proceeds 
(Kinoshita et al., 2009). The adult medaka  testis contains all  the  steps of  spermatogenesis 
and spermatogonia function as germline stem cells, ensuring the production of tremendous 
number  of  sperm  throughout  the  life.  Type  A  spermatogonia  are  non‐proliferating  stem 
cells, which contribute to germ cell renewal. They are  localized to the most distal region of 
the  tubule and are  separated  from each other by Sertoli cells. Type B  spermatogonia,  the 
spermatogonia  of  proliferative  phase  are  situated  in  a  space  formed  by  a  single  layer  of 
Sertoli  cells,  called a  cyst. The germ  cells, except SgAearly, are  connected  to each other by 
intracellular  bridges  and  undergo  spermatogenesis  and  spermiogenesis  synchronously  in 
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each cyst. Therefore, all spermatocytes present in one cyst represent the same meiotic stage 
(Iwai et al., 2006). 
 
 
 
Figure  1.5.  (a‐b)  Testis  cell  types  of medaka.  (a)  Transverse  section  of  adult medaka  testis  (a´) 
Magnified image (shown by square in a) of the testicular cells (modified from Kinoshita et al., 2009). 
(b) Schematic drawing of somatic and germ cells  in medaka testis (modified from Iwai et al., 2006). 
The  medaka  testis  consists  of  many  tubules.  Different  phases  (proliferative,  meiotic  and 
spermiogenic)  of  germ  cells  including  spermatogonia  are  located  in  the  tubules.  Two  types  of 
testicular  somatic  cells,  Sertoli  cells  and  Leydig  cells  (yellow  in  b)  play  critical  roles  in 
spermatogenesis.   The  interstitial compartment contains Leydig cells, blood vessels  (red  in b), and 
connective  tissue  cells  (stroma).  Germ  cells  are  enclosed  by  Sertoli  cells  within  lobules. 
Spermatogonia A are situated  in  the most peripheral  region of  the  tubule and are associated with 
Sertoli cells. Spermatogonia B are located in the cyst formed by Sertoli cells. Mature spermatozoa are 
released  from the cyst  into the efferent ducts at the center of  the  testis. The  interstitium contains 
Leydig cells. ED: efferent duct, SgA: spermatogonia A; SgB: spermatogonia B; Sc: spermatocytes, St: 
spermatids, Sz: spermatozoa; BV: blood vessel; LC: Leydig cell. Blue dash line: example of a cyst; pink 
dash lines: examples of Leydig cells. 
 
1.3.2.4. Regulation of spermatogenesis in teleosts 
The complicated process of spermatogenesis proceeds through a mitotic phase of stem cell 
renewal  and  differentiation,  the  meiotic  phase,  and  the  postmeiotic  phase  of 
spermiogenesis  (Schulz  et  al.,  2010).  It  is  initiated  during  puberty  and  is  maintained 
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continuously  throughout  the  life  of  most  organisms.  The  principal  processes  that 
characterize  spermatogenesis  appear  to  be  similar  in  vertebrates  (Pudney,  1995),  but 
differences are also apparent both concerning  the cytological organization of  the  testis as 
well as  the genetic control. Some of  the regulative networks are not known. For example, 
hormone‐mediated  stimulation  of  Leydig  cell  steroidogenesis  in  fish  (teleosts)  is  different 
from mammals.  The  endocrine  control  of  reproductive  function  in  vertebrates  including 
medaka  involves  the  hypophthalmic‐pituitary‐gonadal  axis,  where  the  nueopeptide 
gonadotropin releasing hormone (GnRH) is synthesized. GnRH is transported to the anterior 
pituitary where it stimulates the secretion of gonadotropin. The pituitary secretes 2 types of 
gonadotropin,  follicle‐stimulating  hormone  (FSH)  and  luteinizing  hormone  (LH)  regulating 
testicular  physiology.  Gonadotropins  released  from  the  pituitary  are  transported  to  the 
gonadal  somatic  cells,  and  bind  to  their  specific  receptors  (FSH  and  LH  receptors)  to 
stimulate  steroidogenesis  and  gametogenesis.  In mammals,  LH  regulates  Leydig  cell  sex 
steroid  production  (Huhtaniemi  and  Themmen,  2005).  On  the  other  hand,  Leydig  cell 
steroidogenesis is directly regulated by LH and FSH in teleost (Fig. 1.6; Schulz et al., 2010). In 
African catfish and eel, both Leydig and Sertoli cells express the FSHR (FSH receptor) gene, 
while  LHR  (LH  receptor)  gene  expression  is  restricted  to  Leydig  cells  (Garcia‐Lopez  et  al., 
2008; Ohta et al., 2007). In both mammals and fish, FSH regulates Sertoli cell activities, such 
as  the structural, nutritional, and  regulatory  (paracrine) support of germ cell development 
(Schulz et al., 2010; Huhtaniemi and Themmen, 2005).  
In  mammals,  amh  (anti‐müllerian  hormone)  is  strongly  expressed  in  Sertoli  cells  from 
testicular differentiation up  to puberty, and  is  responsible  for  the  regression of Müllerian 
duct  in  mammals.  In  mouse,  amh  (anti‐müllerian  hormone)  receptor  type  II,  amhrII  is 
reported  to  be  expressed  in  the  Leydig  cells  of mammals  (Racine  et  al.,  1998),  and  amh 
affects Leydig cell  function. However, the presence of amh or amhrII  in testis cell types of 
teleost  is not  clarified.  In medaka, both amh and amhrII  is expressed  in male and  female 
gonad  of  medaka  (Klüver  et  al.,  2007).  Although  the  expression  of  amh  and  amhrII  is 
reported to be expressed  in somatic cells surrounding the germ cells  in medaka testis, the 
close  spatial  distribution  of  Sertoli  cells  and  Leydig  cells  along  the  cyst  hampers  the 
identification of amh or amhrII expressing  cells.  The  constraint  to detect  the presence of 
amh or amhrII in Leydig cells is their close spatial distribution in the testis of medaka. Hence, 
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it is very important to label somatic cells (Sertoli and Leydig cells) to unravel this important 
questions and better understanding of spermatogenesis.  
 
 
Figure 1.6. A schematic summary of  role of gonadotropin and possible control mechanisms at  the 
spermatogonial renewal and initiation of spermatogonial proliferation towards meiosis in fish.  AMH: 
anti‐müllerian hormone.  
 
Spermatogenesis  in medaka  is  controlled by endocrine and paracrine  factors and  involves 
the  communication  between  somatic  and  germ  cells.  In  general,  two  types  of  testicular 
somatic  cells,  Sertoli  cells  and  Leydig  cells  play  critical  roles  in  steroidogenesis  and 
gametogenesis.  Hormonal  regulation  on  these  cells  is  not  well  understood.  The mitotic 
phase  of  spermatogenesis  of  medaka  starts  with  undifferentiated  SSCs  localized  in  the 
periphery of  the seminiferous  region of  the  testis  that divide and simultaneously maintain 
their number by  self‐renewal. Estrogens are  involved  in  the  stimulation of SSC  renewal  in 
teleost. In medaka, administration of low doses of ethinyl estradiol resulted in a stimulatory 
effect  of  estrogens  on  SSC  renewal  (cultures  inhibited  both  cell  proliferation  and  cell 
differentiation significantly), whereas high doses had an inhibitory effect (Song and Gutzeit, 
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2003).  Slow  renewal mitosis  of  eel  spermatogonia was  also  promoted  by  implanting  E2 
(Miura  et  al.,  1999).  Successive  divisions  of  the  resulting  spermatogonia  lineages  lead  to 
several types of differentiating spermatogonia. Mitotic divisions of the type A spermatogonia 
produce groups of type B spermatogonia that become engulfed by Sertoli cells thus forming 
spermatogenic  cyst.  The  number  of  rounds  is  dependent  on  the  organism.  A  single 
spermatogonia  B  is  estimated  to  divide  9‐10  times  before  it  differentiates  into 
spermatocytes  in medaka (Shibata and Hamaguchi, 1988), while Zebrafish has five types of 
spermatogonia B generations (Schulz et al., 2009; LeaI et al., 2009). Meiotic cells are one of 
the major cell types observed in the spermatogenetic testis at the reproductive season. After 
meiosis,  spermiogenesis  occurs  as  a  sequence  of  remodeling  in  spermatids.  In  the  eel, 
gonadotropin  stimulates  the  Leydig  cells  (Billard  et  al.,  1982)  to  produce  11‐
Ketotestosterone (11‐KT), which in turn, activates the Sertoli cells to produce activin B while 
anti‐Müllerian  hormone  (amh)  is  reduced  (Miura  et  al.,  1991b,  2002;  Nagahama,  1994). 
These phenomenons  are  supported by  the  analysis of  an  amh‐receptor  (amhrII) deficient 
mutant  (Morinaga et al. 2007).  In medaka, amh  inhibits gonial proliferation  in adult  testis 
and  initiates premature meiosis  in males. Activin B  then acts on  spermatogonia  to  induce 
mitosis leading to the formation of spermatocytes (Miura et al., 1995). 
Since endocrine and paracrine factors  in testis cell types maintain the self‐renewal of stem 
cells,  proliferation  and  differentiation  as  well  as  spermatogenesis  process,  interactions 
between all major testis cells  (stem cells, Leydig cells and Sertoli cells)  including endocrine 
regulation  are  important  to  elucidate  for  the  basic  understanding  of  stem  cell  biology  in 
testis. 
 
1.3.2.5. Germ cell morphology of medaka 
Male GSCs can be identified by multiple criteria such as anatomical position within a niche in 
the testis and distinct behavioral and molecular phenotypes. Nuclear diameter and nuclear 
morphology are used  for  the  identification of germ cells  including GSCs  in several studies. 
The germ cells of three different phases, e.g. proliferative, meiotic and spermiogenic phases 
in  the  adult  testis  of medaka  have  been  identified  in  Prof.  Gutzeits  research  group  by 
histology (Fig. 1.7) (Donat, 2011; Hedrich, 2009).  Morphology of cells of different stages of 
spermatogenesis  are  highly  similar  to  zebrafish  (LeaI  et  al.,  2009),  cell  size  and  nucleus 
diameter are different (Hedrich, 2009). In principle, the nucleus size decreases with mitotic 
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division,  and  again  increases  in  meiotic  cells.  The  spermatogonia  are  categorized  as 
spermatogonia A early  (SgAearly) and  late  (SgAlate), spermatogonia B early  (SgBearly) and  late 
(SgAlate), while SgAearly are the most undifferentiated spermatogonia in medaka. The SgAearly 
have the  largest cell and nucleus diameter. The SgAearly differ from all  later stages  in a way 
that  they  are  completely enveloped  as  a  single  cell by  Sertoli  cells,  and  they have hardly 
densed chromatin in the cells. The cytoplasm is poorly stained with HE or PAS staining. These 
cells are  relatively  rare  in adult  testis of medaka.   They are  found at  the periphery of  the 
testis. The SgAlate are very similar to the undifferentiated type. However, they are grouped 
(usually two) and are smaller than the SgAearly because of mitotic division. Mitotic divisions of 
the spermatogonia A produce a group of spermatogonia B, which form spermatogenic cyst. 
The  spermatogonia  B  early  differ  from  spermatogonia  A  by  an  increased  amount  of 
heterochromatin, which  is distributed equally by the dark‐colored nucleolus. The nucleus  is 
clearly visible  in  spermatogonia  type B  (Billard, 1986).  In  later  stages of  spermatogonia B, 
nucleus membrane and heterochromatin are visible in the entire area of the nucleus.  After 
mitotic division, the cells enter  into meiotic division. Spermatocytes  in the different phases 
of  meiosis  can  be  identified  by  nuclear  characteristics,  such  as  size,  chromosome 
condensation,  and  meiotic  figures  of  the  chromosomes  (LeaI  et  al.,  2009). 
Leptotene/zygotene  spermatocytes  can  be  identified  by  their  larger,  round  nucleus 
compared with the last generation of type B spermatogonia showing a clear chromatin with 
small  spots of heterochromatin bordering  the nuclear envelope. Pachytene  spermatocytes 
are  the  largest  cell  type  among  the  spermatocytes.  Their  nucleus  is  denser  and  contains 
chromosomes as bold lines from the periphery to the central part of the nucleus. Diplotene 
are smaller than pachytene, and the nucleus size again decrease in the following division. In 
this cell  type,  the chromosomes  reach  their maximum degree of condensation. Secondary 
spermatocytes enter  into  spermiogenic phase, and  finally  sperms are produced. However, 
the identification of stem cells by histological analysis is not suitable for in vivo study.  
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Figure  1.7. Morphology  of  germ  cell  differentiation  during  spermatogenesis  in medaka  (Hedrich, 
2009). SgAearly: spermatogonia A early, SgAlate: spermatogonia A late, SgBearly: spermatogonia B early, 
SgBlate: spermatogonia B  late, pSc‐L/Z:  leptotene/zygotene, pSc‐P: pachytene, pSc‐D: diplotene, sSc: 
secondary spermatocyte, st‐E1/E2: early spermatids  (stage E1/E2), st‐E2/E3:  late spermatids  (stage 
E2/E3), Sz: spermatozoa. 
 
1.3.3. Cytological and genetic markers of different cell types of medaka testis 
Investigations  on  stem  cell  biology  rely  on  a  functional  approach,  the  spermatogonial 
transplantation  assay  that  is  based  on  the  capacity  of  transplanted  SSCs  to  populate  a 
recipient’s testis. In zebrafish and medaka, spermatogonia are identified using morphological 
characters,  which  has  the  disadvantage  of  being  time  consuming.  Moreover,  the 
identification of testis cells using histology  is not suitable  for  in vivo analysis. On the other 
hand, the identification and physical isolation of SSCs, a subset of type A spermatogonia, are 
critical for the development of high‐quality transplantation methodologies and also for the 
understanding  of  growth  regulation  of  these  cells  during  the  initial  stages  of 
spermatogenesis.  In  fact,  to  date,  no  such molecular markers  have  been  developed with 
which type A and type B spermatogonia in fish can be distinguished. Flow cytometry analysis 
has been extensively used in medaka to measure different cell parameters, such as, number 
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of cells and cell size (Tokalov and Gutzeit, 2007; Song and Gutzeit, 2003). Isolated SSCs from 
zebrafish (Nóbrega et al., 2010) and rainbow trout (Yano et al., 2009) using vasa sequences 
to  drive  GFP  expression  gives  low  purity  of  spermatogonia  type  A  due  to  continuous 
expression  of  vasa  and  small  differences  of  vasa‐GFP  intensity  in  spermatogonia  A  and 
spermatogonia B, and this has resulted in the isolation of a relatively low purity. The strong 
vasa‐positive cells are a mixture of undifferentiated and early differentiating spermatogonia 
A, sometimes spermatogonia B early. Therefore, it is, necessary to develop better molecular 
marker, a simple way to identify SSC properly that can be used to isolate enriched SSCs.  
Another  important  aspect  of  spermatogenesis  is  that  germ  cells  and  Sertoli  cells 
communicate  through  direct  cell‐cell  contact  and  paracrine  interactions  at  all  stages  of 
spermatogenic  maturation  (Ziparo  et  al.,  1980;  Griswold,  1995;  Kerr,  1995;  Loir,  1999; 
Akama  et  al.,  2002).  Representing  the  only  somatic  cell within  the  tubules,  Sertoli  cells 
support  the  germ  cells  by  providing  nourishment  and  growth  factors,  and  function  to 
organize  the  spermatogenic  process  (Griswold,  1998).  In  the  male  gonad,  the  steroidal 
enzyme (11‐KT testesterone) is found to be present mainly in Leydig cells (Zhang et al., 2010; 
Fernandes  et  al.,  2007;  Devlin  and  Nagahama,  2002).  Although  it  has  been  shown  that 
cultured medaka spermatogonia continuously proliferate, and produce sperm  in  in vitro  in 
the  absence  of  any  somatic  cells  (Hong  et  al.,  2004a),  the  autonomous  differentiation 
appears  to  reflect  a  developmental  default  programme  in  the  absence  of  controlling 
information  from  the  somatic  cells.  This  observation  proves  the  important  controlling 
function  of  somatic  cells  in  sperm  production.  Because  of  topographical  and  functional 
relationship between  Sertoli  cells  and  germ  cells,  and  the  steroidogenic  activity of  Leydig 
cells, it is important to label both somatic cells and stem cells to have an accurate knowledge 
on  the  fate of  stem  cells, and of  the ability  to proliferate and differentiate  into  the  testis 
cells.  A  possible  approach  to  label  live  cells  can  be  the  generation  of  transgenic  lines 
expressing  fluorescent proteins under  the control of promoter sequences  that are specific 
for the testis cell types of interest. Double transgenic lines expressing specific reporter genes 
can  be  suitable  for  investigating  the  interaction  of  different  cell  types  during  testis 
differentiation  or  cell  lineage  tracing  studies  or  the  study  of  complete  process  of 
spermatogenesis.  Other  members  of  Prof.  Gutzeit’s  research  group  are  involved  in 
generating Tg(amhII‐EGFP) transgenic  line to  label Sertoli cells since amh  is usually used as 
Sertoli cell marker, and amh and it’s receptor type II, amhrII is expressed in gonad of medaka 
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(Klüver et al., 2007). Therefore,  the present  study  is  focused on  the  identification of  stem 
cells and Leydig cells to give the complete organization of teleost testis. In order to label live 
stem cells and Leydig cells in medaka testis, 3 genes (oct4 and sox2 are transcription factors, 
and cyp11b is an enzyme) were chosen for the generation of reporter lines and analysis.  
 
1.3.3.1. Oct4 and sox2 as stemness genes in vertebrates 
Oct4 is a transcription factor containing POU domain and octamer‐binding protein, encoded 
by Pou5f1. POU5F1 was  first  isolated  from murine embryonic  stem  cell  lines  as octamer‐
binding  transcription  factor OCT3  (Okamoto et  al., 1990)  and OCT4  (Schöler et  al., 1990). 
Pou5f1  recognizes  the  typical  octamer  motif  (ATTTGCAT),  but  disappears  upon 
differentiation.  The mouse Oct4  gene  represents  the  prototype  of  pluripotency  genes  in 
mammals,  because  it  is  maternally  supplied  and  expressed  specifically  throughout  the 
totipotent cycle including the inner cell mass (ICM), epiblast and primordial germ cells (PGCs) 
of  early  developing  embryo,  spermatogonia  and  oocytes  in  the  adulthood  (Pesce  et  al., 
1998).  The  quantitative  Oct4  expression  defines  differentiation,  dedifferentiation  or  self‐
renewal  in  embryonic  stem  cells  (Niwa  et  al.,  2000).  Repression  of  Oct4  induces  loss  of 
pluripotency and dedifferentiation to trophectoderm, and an  increase  in expression causes 
differentiation  into  primitive  endoderm  and mesoderm.  The  role  of  Oct4  in maintaining 
viability of germline cells has been shown in the mouse (Kehler et al., 2004). The loss of Oct4 
function leads to apoptosis of PGCs.  
The  teleost  gene  pou2,  often  denoted  as  pou5f1  or  oct4  or  spg  has  been  isolated  from 
zebrafish  by  sequence  similarity  to  the murine  Pou  domain  protein OCT3  (Takeda  et  al., 
1994). Pou2  is also maternally expressed, and the transcripts are present from the one cell 
stage to the gastrula stage. The amount of the transcripts  increased and reached the peak 
level  at  the  early  gastrula,  which  is  contributed  by  zygotic  expression  after midblastula 
transition.  Expression  analysis  and  functional  studies  of  the  zebrafish mutant  spiel‐ohne‐
grenzen (spg) revealed the role of spg/pou2 in embryonic development and maintenance of 
pluripotency (Burgess et al., 2002).  In zebrafish, pou2  is essential for morphogenesis, brain 
development (Burgess et al., 2002) and endodermal development (Lunde et al., 2004). Oct4‐
mRNA  expression  during  embryonic  development  and Oct4‐protein  expression  pattern  in 
adult  gonad  of  medaka  are  reported  to  be  similar  to  mammalian  POU5F1  expression 
(Sanchez‐Sanchez et al., 2010). Oct4 is shown to be expressed in embryonic and adult stem 
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cells,  and  during  different  stages  of  oocyte  development,  and  absent  during  brain 
regionalization. However,  the  earlier  report  of  oct4  RNA  expression  in  developing  brain 
(Thermes et al., 2006) questioned  the observation of Sanchez‐Sanchez et al.  (2010), which 
needs  further  analysis.  Oct4  and  nanog  encode  the  pluripotency  genes  showing  gonad‐
specific  expression  in  medaka  (Wang  et  al.,  2011).  The  similar  function  of  Pou5f1  in 
mammals and pou2 in teleosts is based on their paralogy (Niwa et al., 2008). The synteny of 
Oct4/Pou5f1  with  Tcf17  is  conserved  in  mammals  and  possibly  the  tetrapod  lineage 
(Frankenberg et al., 2010), and the synteny of oct4/pou2 with Npdc1 and Fut7 is conserved 
in vertebrates from fish to marsupials (Niwa et al., 2008). A pou2 related gene present at the 
basis of  jawed vertebrates underwent a gene duplication event  in the mammalian  lineage. 
As  a  result,  both  genes  pou2  and  Pou5f1  are  present  in  monotremes  and  marsupials 
(Frankenberg et  al., 2010; Niwa et  al., 2008). Despite  the  fact of paralogous  relationship, 
oct4  is  consistently used  in  the  literature  to highlight  the  function of  these  two  genes  in 
maintaining pluripotency of stem cells.  
In  addition  to  the  role of oct4  in early development  and PGCs maintenance, oct4 plays  a 
crucial role in the maintenance of adult stem cells. The mouse Oct4 promoter sequence has 
been shown to be active also  in medaka male germ  line stem cells derived  from the adult 
testis and  in cell  lines  from adult organs, SG3  (Hong et al., 2004a). The medaka embryonic 
stem cells (MES1) are able to activate mouse Oct4 promoter (Hong et al., 2004b), which can 
be  induced  to differentiate  in  vitro  (Thoma et  al., 2011). Adult human  stem  cells  (breast, 
liver, pancreas, kidney, mesenchyme and gastric stem cells) express OCT4 (Tai et al., 2005). 
One  of  the  key  feature  of  cancer  is  to  proliferate  indefinitely without  senescence  and  a 
number of cancer cell lines show the intrinsic expression of oct4 (Tai et al., 2005). Moreover, 
the mammalian gene Oct4 is one of the key genes for the generation of induced pluripotent 
stem cells (iPS) from adult human dermal fibroblasts (Takahashi and Yamanaka, 2006). Even 
Oct4 alone is reported to reprogram directly adult mouse neural stem cells to iPS cells (Kim 
et al., 2009a). OCT4 is sufficient to reprogram human neural stem cells to pluripotency (Kim 
et  al.,  2009b).  Therefore,  Oct4  is  regarded  as  the  gatekeeper  into  a  reprogramming 
expressway  (Sterneckert et al., 2012). Although  the detection of Oct4  in  somatic  cells are 
reported to give false‐positive results due to mammalian pseudogene transcripts (Liedtke et 
al., 2008), methods to detect and distinguish the Oct4 isoforms are discussed (Wang and Dai, 
2010).  Hence,  the  identification  of  oct4  expressing  cells  by  means  of  a  reporter  is  an 
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important approach  to  label  stem cell of  testis, and  to address  their  temporal and  spatial 
development in vivo. 
 
 
Figure 1.8.  (a) Function of Oct4 as an activator  is sufficient  to  induce and maintain pluripotency  in 
ESC (modified from Hammachi et al., 2012). Oct4‐activator fusions specifically enhanced expression 
of many genes  identified as  required  for pluripotency, but not of genes  that drive differentiation. 
When Oct4  functions as repressor,  it  induces differentiation.  (b) Oct4  is expressed  in germ cells of 
most of vertebrates (human, mouse, zebrafish). In human PGCs, SOX2 is absent, while Sox2 is present 
in the PGCs of mouse. In teleost, sox2 expression in germ cells is unknown.  + : present; ‐ : absent; ? : 
not yet determined. 
 
The  cooperative  interaction  of  POU  homeodomain  and  HMG  factors  is  thought  to  be  a 
fundamental  mechanism  for  the  developmental  control  of  gene  expression  (Dailey  and 
Basilico, 2001). A  composite of Oct4‐Sox2 element within distal enhancer of Oct4  gene  is 
involved in Pou5f1 transcriptional activation in ESC’s in mouse (Chew et al., 2005). The Oct4‐
Sox2 complex positively regulates the expression of stem cell specific genes FGF‐4 and Utf1 
(Pesce and Schöler, 2001; Nishimoto et al., 1999; Yuan et al., 1995). Cooperative fixation of 
both  Oct4  and  Sox2  to  their  adjacent  binding  sites  is  necessary  for  the  activity  of  their 
enhancer. Sox2  (SRY‐related HMG box2)  is an HMG domain‐containing  transcription  factor 
essential for pluripotent cell development (Avilion et al., 2003).  
Oct4, Sox2 and Nanog are the essential key regulators for the formation and maintenance of 
mouse  inner  cell  mass  (ICM)  during  mouse  preimplantation  development  and  for  self‐
renewal of pluripotent ES cells (Loh et al., 2006). Human ES cells share a core transcriptional 
network consisting of OCT4, SOX2 and NANOG (Boyer et al., 2005). Oct4 and sox2 also direct 
production of a destabilizing signal, fibroblast growth factor 4 (FGF4), which drives ES cells 
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toward differentiation, while Nanog secures self‐renewal of ES cells, and cell‐to‐cell variation 
creates the possibility for differentiation. Hammachi et al. (2012) reported that the function 
of Oct4 as an activator  is sufficient to  induce and maintain pluripotency  in ESC  (Fig. 1.8.a). 
Oct4  is  co‐expressed  with  Sox2  during mouse  early  embryogenesis  in  the morula,  ICM, 
epiblast,  and  PGCs,  from  which  embryonal  germ  cells  are  derived  (Avilion  et  al.,  2003; 
Western et al., 2005). The  zygotic Sox2 expression  is also  required  for  the proliferation of 
mouse epiblast as well as  ICM/epiblast  lineage  (Avilion et al., 2003). However,  the human 
SOX2  is  absent  in  PGCs  (Fig.  1.8.b;  Perrett  et  al.,  2008).  This  remarkable  interspecies 
difference in Sox2 expression reveals that the regulation of SOX2 in human PGCs must differ 
from  that  in  ESCs,  and  sox2  expression  is  not  conserved  among  vertebrates.  Sox2  is  not 
detected  in samples of seminoma, a multipotent human germ cell  tumor  (GCT), while  it  is 
clearly visualized as nuclear protein  in pluripotent nonseminomatous embryonal carcinoma 
(Perrett et al., 2008; Western et al., 2005). However, both seminomas and pluripotent GCTs 
examined so far, expressed nuclear pou5f1 and nanog.  
Thomson et al. (2011) have shown that OCT4 and SOX2 are also critical for germ  layer fate 
choice.  This  appears  to  be  accomplished  by  differentiation  signals  that  continuously  and 
asymmetrically modulate OCT4 and SOX2 protein levels, and leading to cell fate choice. The 
expression and  role of  SOX2  in neuron has been  studied  in  vertebrates. OCT4  suppresses 
neural ectodermal differentiation and promotes mesendodermal differentiation, while SOX2 
inhibits mesendodermal differentiation and promotes neural ectodermal differentiation. The 
sequence and activity of  the N‐2 enhancer  is  strongly  conserved  from mammals,  chicken, 
xenopus  to  fish,  which  regulate  sox2  in  anterior  neural  plates  (Kamachi  et  al.,  2009). 
However,  the  activity  of  N‐2  depends  on  POU  factor  (Iwafuchi‐Doi  et  al.,  2011). MZspg 
zebrafish mutant embryos completely devoid of pou5f1 activity (Lunde et al., 2004; Reim et 
al., 2004) fail to activate N‐2 enhancer and to express sox2  in the blastoderm and anterior 
neural plate, and these defects are rescued by exogenous supply of pou5f1 (Iwafuchi‐Doi et 
al.,  2011).  The  N‐2  mediated  activation  of  sox2  is  a  phylogenetically  conserved  core 
mechanism  that  functions  in  gene  regulatory  networks  at  early  embryonic  stages.  In 
zebrafish, sox2 is expressed in brain, otic vesicle, retina, cerebellum, and strongly expressed 
in neuromast progenitor cells including migrating lateral line primordium, the accessory cells 
that underlie the hair cells in neuromasts, and in interneuromastic cells that give rise to new 
neuromasts (Okuda et al., 2006; Hernandez et al., 2007). Endogenous Sox2 pattern in fore‐, 
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mid‐ and hind‐brain  including optic  tectum at  stage 31 and on  the margin between optic 
tectum  and  torus  longitudinalis  in  adult medaka  has  been  reported  (Alunni  et  al.,  2010). 
However, sox2 expression in the stem cell compartment as well as germ cells in teleost testis 
has  not  been  so  far  investigated, which  can  be  addressed  by  generating  reporter  line  of 
medaka.  
 
1.3.3.2. Cyp11b as Leydig cell marker in teleost 
The steroid hormone, 11‐ketotestosterone (11‐KT) is the major androgen in fish (Borg, 1994; 
Kime, 1993) that promotes spermatogenesis. Cytochrome‐P450‐11b‐hydroxylase (Cyp11b) is 
involved in the conversion from testosterone to 11ß‐hydroxytestosterone, substrate for the 
production of 11‐KT (Fernandes et al., 2007). The cytochrome P450 (for colored 'chrome', for 
cellular 'cyto' proteins, with a "pigment at 450 nm") enzymes are members of a superfamily 
of  heme‐containing  proteins  found  in  all  lineages  of  life  including mammals,  birds,  fish, 
bacteria,  fungi,  plants,  and  animals  (Nelson  et  al.,  1996).  In mammals,  two  isoforms  of 
CYP11B, CYP11B1 and CYP11B2 are found in adrenal glands (Mornet et al., 1989; Kawamoto 
et al., 1990; Nonaka et al., 1989; Domalik et al., 1991), which are involved in the production 
of  corticosterone  and  aldesterone  (Payne  and  Hales,  2004).  However,  only  one  form  of 
Cyp11b  is  detected  in  the  testis  and  head  kidney  in  a  number  of  teleosts,  e.g. medaka 
(Yokota et al., 2005), Japaneese eel (Jiang et al., 1996, 1998) and rainbow trout (Kusakabe et 
al.,  2002)  by  RT‐PCR,  and  testicular  Cyp11b  is  expressed  in  Leydig  cells  of  rainbow  trout 
(Kusakabe et al., 2002). Cyp11b  is usually used as Leydig cell marker  in teleost. Leydig cells 
are mainly derived from the differentiation of mesenchymal cells. The gene encoding cyp11b 
has  been  isolated  from medaka  and  the mRNA  expression  of  cyp11b  in  the  gonads  of 
medaka  fish  has  been  inhibited when  exposed  to  the  xenoestrogen,  4‐tert‐pentylphenol 
(Yokota  et  al.,  2005).  Therefore,  cyp11b might  be  an  appropriate  reporter  gene  to  label 
Leydig cells in medaka.  
 
1.4. Ac/Ds system to generate transgenic medaka  
Transgenesis,  an  introduction  of  transgenes  into  the  genome  of  an  organism  is  highly 
valuable  in  the understanding of modern biology. Transgenic  techniques allow  the  spatial 
and temporal expression of reporter genes by employing reporter genes under the control 
of  specific  regulatory  sequences  (Gong  et  al.,  2001).  Fluorescent  protein  in  transgenic 
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species enables easy detection of transgene  in vivo. Transgenic  lines with different color of 
fluorescent  protein  provide  an  opportunity  for  simultaneous  analysis  of  the  interesting 
genes.  Moreover,  tissues  or  cells  expressing  a  reporter  transgene  can  be  used  in 
transplantation experiments or cell lineage analysis. Appropriate expression of transgene in 
subsequent  generations  requiring  germline  transmission  is  crucial  in  the establishment of 
transgenic  line.  The  conventional  microinjection  method  usually  has  a  low  germline 
transmission  rate  in medaka  (Miyamoto  et  al.,  2009;  Zeng  et  al.,  2005). Among  different 
transgenesis  techniques  (e.g.  Ac/Ds,  meganuclease  I‐SceI  or  Sleeping  Beauty)  used  to 
improve  germ  line  transmission  rate  and  transgenesis, Ac/Ds  system  has  been  proven  as 
valuable tool to produce transgenic medaka reporter lines (Froschauer et al., 2012; Boon Ng 
and  Gong,  2011)  over  meganuclease  I‐SceI  (Thermes  et  al.,  2002)  or  Sleeping  Beauty 
(Grabher et al., 2003). The germline transmission rate of the Ac/Ds system  is estimated as 
30%  in medaka,  and  it  has multiple  insertions  in  transgenic  founders  (Froschauer  et  al., 
2012). Although both Tol1 (Koga et al., 2008) and Tol2 (Kawakami, 2007; Parinov et al., 2004) 
are  used  in  zebrafish  effectively,  they  are  not  suitable  for  medaka  transgenesis  since 
endogenous activity of Tol1 or Tol2 transposase  in the  laboratory medaka strains may  lead 
to  redistribution  of  Tol1  or  Tol2  transgene  in  subsequent  generations  (Koga  et  al.,  2008; 
Koga et al., 1996). However, the Tol2 element introduced into a closely related species, the 
Philippine medaka  (Oryzias  luzonensis),  whose  genome  does  not  contain  Tol2  gives  low 
transpositional activity of Tol2, as compared to that in zebrafish (Koga et al., 2002).  
The technique of a mutable allele system of maize, Ac/Ds of Maize is based on the system of 
Barbara McClintock  proposed  concept  of  transposable  elements  (McClintock,  1948).  ‘Ac’ 
stands for activator and  ‘Ds’ for dissociator. The Ac  is an autonomous element.  It carries a 
transposase gene enclosed between the cis‐required terminal sequences that contain 11‐bp 
terminal  repeats,  while  the  Ds  element  also  contains  the  terminal  repeats  and  the  cis‐
required sequences but does not carry the transposase gene, usually stable  (Emelyanov et 
al.,  2006). Ac  elements  are  capable  of  excising  themselves  from  the  position where  they 
reside and recognize the terminal sequences; create a mutation in the gene by cut and paste 
mechanism.  The Ac/Ds system has been widely used in transgenesis of various plant species 
(Bancroft et al., 1992; Izawa et al., 1991), yeast, human cells and teleosts (Froschauer et al., 
2012; Boon Ng and Gong, 2011; Emelyanov et al., 2006).  
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Figure 1.9. Principle of Ac/Ds system.  (a) Use of Ac/Ds system by  injecting  transposase mRNA  (Ac) 
and Ds plasmids (Ds)  into cells of medaka embryo (modified from Sprott, 2009). (b) Presentation of 
‘cut and paste mechanism’ in Ac/Ds system. Within the cell, the transposase induces excision of the 
element at the ends of the terminal repeats and transposition  into a new genomic  location. The Ds 
element also contains the terminal repeats and the cis‐required sequences. 
 
 
1.5. Objectives 
This study was sought to identify and analyze different stem cell populations and Leydig cells 
in the testis of the medaka.  In  fish, the unique molecular marker  for SSCs  is unknown yet. 
The long term goal of the study is to identify testis cells, and use in vivo or ex vivo models in 
analyzing different stem cell populations in testis of the medaka, which will allow addressing 
important  questions  concerning  biochemical  and  cellular  properties  of  these  interesting 
cells.  Therefore,  the  aim  of  the  present  project was  to  address  two  important  questions 
regarding identification of stem cells and Leydig cells in the medaka to study stem cells and 
spermatogenesis  
 How can the stem cell population of the testis, the spermatogonia be identified and 
can early differentiation states be discriminated with respect to the gene expression 
pattern? 
 How can the steroid producing cells of the testis, Leydig cells be identified? 
This  could be achieved by  the  creation and  validation of  transgenic  reporter  lines  for  the 
medaka genes oct4, sox2 and cyp11b. The possibility of  in vivo  imaging should  facilitate to 
visualize and follow the respective gene expression during the course of development, and 
the potential flow plot of cells by flow cytometry analysis will allow  isolating the  living cell 
populations  by  FACS  and  analyzing.  This  study  would  enrich  knowledge  on  in  vivo  and 
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histological aspects of the gene expression and more light on the labeling of different testis 
cells, which will  facilitate  further  research  regarding  stem  cell or  the  control mechanisms 
underlying  the  proliferation  and  differentiation  of  spermatogonia  as  well  as 
spermatogenesis, and  the effect of xenobiotics  in  fish. The specific objectives of  the study 
are 
(1) Establishment of reporter strains for the gene cyp11b that plays a role  in hormonal 
regulation.  
(2) Establishment of reporter strains for the gene oct4 that can be used to  identify the 
spermatogonia  and  to  postulate  differentiation  state  with  respect  to  the  gene 
expression pattern. 
(3) Establishment of sox2  reporter strains  to analyze  the expression pattern of sox2  in 
the gonads.   
(4) In vivo analysis of the expression pattern of the above mentioned reporter genes.  
(5) Cytological  analysis  for  the  identification  of  reporter  gene‐expressing  cells  in  the 
testis.  
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2. Materials and Methods 
Materials 
2.1. Fish strains  
Table 2.1. List of non‐transgenic and transgenic fish strains used 
Strain  Reference 
Non‐transgenic   
FLFII  Wakamatsu et al., 2003 
STII  Wakamatsu et al., 2001 
FSI  Froschauer et al., 2013 
FSIgu  Froschauer et al., 2013 
Transgenic   
Tg(olvas‐GFP)  Wakamatsu et al., 2001 
FLFII‐Tg(vasa‐ H2B:mRFP)21  A. Froschauer, TU Dresden 
 
2.2. Plasmids for transgenesis 
Transgenic  founder  individuals  were  generated  with  the  Ac/Ds  transposon  system 
(Emelyanov et  al., 2006),  kindly provided  to Prof. Gutzeit’s  Laboratory by  Sergey Parinov, 
Temasek Life Sciences Laboratory, National University of Singapore.  
Table 2.2. List of plasmids used for the generation of transgenic lines 
Name of plasmid  Description  Reference 
pDS‐EGFP‐Sv40   DS plasmid having multiple cloning sites (MCS) in 
front of EGFP  
Prof. Gutzeit, TU 
Dresden 
pDS‐DsRed‐Sv40  DS plasmid having MCS in front of DsRed  Prof. Gutzeit, TU 
Dresden 
pDS‐mCherry‐Sv40  DS plasmid having MCS in front of mCherry  Prof. Gutzeit, TU 
Dresden 
pDS‐oct4 (s)‐EGFP  Oct4 (short) promoter fused to EGFP followed by 
the 3’UTR of actb (ßUTR) 
Froschauer, Khatun et 
al., 2013 
pAF236‐1 
 
Oct4 (short) promoter fused to EGFP followed by 
3’UTR of actb in viral vector 
A. Froschauer 
 
2.3. Competent bacteria (E. coli) used 
DH5α (New England Biolabs Inc.) and TOP10F´ (Invitrogen) 
 
2.4. Primers 
Primer design and cloning of oct4 short reporter construct, oct4 and sox2 in situ probes were 
conducted by Dr. A. Froschauer, TU Dresden.  
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Table 2.3. List of primers used 
Genotyping     
  WT‐ Primers  Transgenic‐ Primers
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9   WT For: CTA CTT CCC ACA GCC AAA AG  WT‐for/Ds5‐1 
WT Rev: GCG AAA CAC TGA GAC CAT GA   
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)18   WT‐For:ACCAGGACACAATCGTCAACA  WT‐For/Ds3‐3 
WTRev:TGTGCTGCGTCATTCCAGAT   
FSI‐Tg(oct4‐mCherry)5  WT‐For:AGCCTCGTAGATGTGCTGTA  WT‐Rev/Ds3‐3 
WT‐Rev:TCTCCATAGAGTCACGCGAT   
FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7  WT For: TTTGTGGGTCTTTCTTGGTCAA  WT Rev/Ds3‐1 
WT Rev: TGCCACCTATACAGCAGGTC   
FLFII‐Tg(vasa‐ H2B:mRFP)21  WT‐For: GTGTGGTTTAATTGTGGTTCTG 
WT‐Rev: CTTGTTCTTCTTGCAGGACAAG 
WT‐For/Ds3‐1 
dmrt1/dmrt1bY   PG17.5: CCGGGTGCCCAAGTGCTCCCGCTG 
PG17.6: GATCGTCCCTCCACAGAGAAGAGA 
 
Cloning                                                                                                                                  
Cyp11b (reporter)  For: CTGCCAAAGCTTCACAGTAT       
  Rev: TCCCATGGACATGCTACCGATGGTC   
Oct4 (reporter)   For: AAgatatcGGCTGCGACACCTGCAGA    
  Rev: GTaccggtTCGTAGGTCCGGACTTTGGAC   
Oct4 (in situ)  For: ACCTGATGTAATGAAACCAGG    
  Rev: TAGTGATTCATCAATATGCCAAC   
Sox2 (in situ)  For: AGAGCTACATGAACGGCTCC   
  Rev: TGCAACCTCTTGCAGATTAAC   
Tail PCR 
AD‐1    WGT GNA GNA NCA NAG A 
AD‐2    WCA GNT GWT NGT NCT G 
AD‐3    STT GNT AST NCT NTG C 
AD‐4    NCA SGA WAG NCS WCA A 
Ds5‐1    CCG TTT ACC GTT TTG TAT ATC CCG 
Ds5‐2    CGT TCC GTT TTC GTT TTT TAC C 
Ds5‐3    CGG TCG GTA CGG GAT TTT CC 
Ds3‐1    CGA TTA CCG TAT TTA TCC CGT TCG 
Ds3‐2    CCG GTA TAT CCC GTT TTC G 
Ds3‐3    GAA ATT GAA AAC GGT AGA GGT 
 
2.5. Antibodies 
Table 2.4. List of primary and secondary antibody used. Dilutions used for the applications 
(IHC) are indicated. 
Primary 
Antibody 
Dilution  Company  Secondary 
Antibody 
Dilution  Company 
Anti‐PCNA 
(mouse) 
1:100  DAKO (#M0879)  Alexa‐488 (goat 
anti mouse) 
1:200  Cell Signaling 
(#4316S/4408s) 
Anti‐DsRed 
(mouse) 
1:100  125B42‐4 
(antibody facility of 
MPI‐CBG, Dresden) 
‐  ‐  ‐ 
Anti‐
mCherry 
(mouse) 
1:100  700‐A10‐3 
(antibody facility of 
MPI‐CBG, Dresden) 
‐  ‐  ‐ 
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Primary 
Antibody 
Dilution  Company  Secondary 
Antibody 
Dilution  Company 
ZF Anti‐
Vasa K12 
(rabbit) 
1:100  Knaut et al. (2000)  Rhodamine RedTM 
(goat anti rabbit) 
1:1000  Jackson Immuno‐
research (#111‐
295‐003) 
Anti‐GFP 
(rabbit) 
1:2000  Abcam (ab290)  ‐  ‐  ‐ 
Anti‐
cyp11b1 
(rabbit) 
1:400 
(kidney) 
1:80 
(Testis) 
Abcam (ab71561)  ‐  ‐  ‐ 
Anti‐sox2 
(rabbit) 
1:100  Chemicon (#P48431)  ‐  ‐  ‐ 
Anti‐sox2 
(rabbit) 
1:500  M2518 ‐ 4DE8 
(antibody facility 
from MPI‐CBG, 
Dresden) 
‐  ‐  ‐ 
Anti‐ Digoxigenin antibody (Roche) for in situ hybridization (ISH) 
 
2.6. Chemicals 
Table 2.5. List of chemicals used 
Name   Company  
Agar  Roth 
Albumin Fraction V.  Roth 
Ammonium acetate (NH4OAc)  Roth 
Ampicillin   Sigma 
Bacto‐tryptone  Difco 
Bromophenol blue  Riedel‐de Haen (Sigma) 
Calcium chloride dihydrate  Fluka 
Chloroform  AppliChem 
Citric acid  Roth 
Diethyl pyrocarbonate (DEPC)  AppliChem 
Digoxigenin  Roche 
Disodium hydrogen phosphate (Na2HPO4)  AppliChem 
EDTA (ethylene diamine tetra acetate)  AppliChem 
Eosin  Fluka 
Ethanol  Roth 
Ethidium bromide  Merck AppliChem 
Eukitt mounting medium  Fluka 
Formamide  AppliChem 
Glacial acetic acid (100% acetic acid)  Roth 
Glucose  Laboratory Reagent 
Glycerin  AppliChem 
Glycin  Roth 
Hydrochloric acid (HCl)  AppliChem 
Isopropanol  Roth 
Kanamycin  Roth 
Levamisol  Sigma 
Magnesium chloride  Sigma 
Maleic acid  Roth 
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Mayer’s hematoxylin  Fluka 
Metanil yellow  Fluka 
Methanol  Roth 
Methylene Blue  Fluka 
MS‐222   Aldrich 
Nitroblue tetrazolium/5‐bromo‐4‐chloro‐3‐indolyl 
phosphate (NBT‐BCIP) 
Sigma 
Periodic acid  Roth 
Phenol  Roth 
Polyethylene glycol (PEG)  Fermentas 
Potassium chloride  Fluka (Sigma) 
Potassium di‐hydrogen phosphate (KH2PO4)  Roth 
SDS (sodium dodecyl sulfate)  Roth 
Shiff’s regent  Sigma 
Sodium acetate (NaAc)  Roth 
Sodium chloride  Roth 
Sodium citrate dihydrate (Na3‐Citrat x 2H2O)  AppliChem 
Sodium hydroxide (NaOH)  AppliChem 
Sodium Metabisulfite (Na2S2O5)  Central chemical output, TUD 
Sodium phosphate  AppliChem 
Sodium‐Metaperiodat (NaIO4)  AppliChem 
Sucrose  Aeros orgamics 
Sulfuric acid  AppliChem 
Tris  Roth 
Tris‐HCl  Roth 
Tween 20  AppliChem 
Vectashield Mounting medium  Vector 
Xylol  Roth 
Yeast Extract  Roth 
λ DNA/Eco47I and  λ DNA/PstI  Fermentas 
 
2.7. Enzymes used 
Table 2.6. List of enzymes used 
Name  Company 
T4 DNA ligase   Invitrogen   
DNA polymerase   F‐505L 
Dynazyme 
Ext. 
 
Proteinase K   Sigma   
GoTaqTM‐Polymerase  Promega   
RnaseA  AppliChem   
Shrimp Alkaline Phosphatase (SAP)  Fermentas   
Restriction enzymes (Fermentas):  
ApaI, AgeI, SacII, EcoRV, EcoRI, HindIII, NcoI, NotI, NheI, PstI, SacII. 
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2.8. Kits for molecular Biology 
Table 2.7. List of molecular kits used 
Name  Application   Company 
GeneJET
 
Gel Extraction Kit  Extraction of DNA from agarose gels  Fermentas 
GeneJET
 
Plasmid Miniprep Kit  Isolation of plasmid DNA  Fermentas (#K0503) 
Rapid PCR Purification System  Purification of DNA solutions  CONCERT 
TA cloning kit (PCR 2.1 vector)  Clonig of PCR product  Invitrogen 
 
2.9. Devices  
Table 2.8. List of devices or instruments used  
Devices  Company 
Autoclave  Panasonic  
AxioCam MRC  Zeiss  
Digital camera (Canon Powershot G6)  Zeiss 
Fluorescent stereomicroscope (Filter sets: GFP 
Plant, DSR, YFP) 
Leica (MZ10F) 
Spot cam (# 1.40 and the software Spot 
Advanced 4.0.9) 
Diagnostic Instruments, Heights 
Sterling, MI, USA 
LSM 510  Zeiss 
Keyance   BZ‐8000 
UNO‐Thermoblock  Biometra 
T‐Gradient  Biometra 
Incubators  Sanyo,  Binder  
Digital pH Meter pH525  WTW  525 
Gel Chamber 40‐1214  Peqlab  
HB 1000 Hybridizer  UVP Laboratory Products 
Heating block Digi‐Block Jr.  UVP Laboratory Devices  
Refrigerated centrifuge 1‐15 k  Sigma  
Micropipette puller model p‐97 flaming/brown  Sutter Intruments Co.  
Microinjector IM 300  Narishige  
Micro pipette puller (micromanipulator) P1000  Sutter 
NanoDrop 1000  Thermo Scientific  
Pipette set  Eppendorf  
Laminar flow bench  Heraeus  
T‐gradient thermal cycler  Biometra  
Thermo magnetic stirrer RCT basic  IKA Labortechnik  
Vortex‐Genie 2  Scientific Industries  
Water bath  Julabo 
Centrifuge 1‐14  Sigma  
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Methods 
2.10. Generation of medaka non‐transgenic strains  
Since  leucophores and guanophores of  the FLFII stain  (Wakamatsu et al., 2003) of medaka 
(Oryzias  latipes) obstruct  the  visibility of  reporter expression, and  STII  (Wakamatsu et al., 
2001) has a  low growth and survival rate, a female of FLFII and a male of STII were used to 
establish  the  FSI  strain, which  is  leucophore  free  (If).  Again  FSI males  and  females were 
crossed resulting a leucophore and guanophore free (gu) strain termed as FSIgu, which had 
good  fertility, growth and survival  rate. The F1 generation was  If and heterozygous  for gu 
and  i‐3.  The  F2  generation was  selected  for  gu/gu  strain.  Individuals  showing  the  albino 
phenotype (i‐3) in the second generation were not used for further breeding. The fish were 
raised under standard conditions (Kinoshita et al., 2009). 
 
2.11. Cloning 
2.11.1. Restriction enzyme digestion 
The DNA was digested with  restriction enzymes  (Fermentas), and  incubated  for 1.5‐2 hrs. 
The buffer composition and volume, and  the concentration of enzymes were always used 
according  to  the  manufacturers’  protocol  in  a  way  that  the  activity  of  the  restriction 
enzymes was in a range from 50 to 100%.  
 
2.11.2. Agarose gel electrophoresis and DNA isolation 
DNA fragments were analyzed on 0.8‐1.5% agarose gels (1xTAE buffer) containing ethidium 
bromide. DNA  samples were mixed with  10x DNA  loading  buffer  and  run  for  2–4  hrs  on 
agarose gels.  λ DNA/Eco47I or  λ DNA/PstI marker was used as control for comparison of the 
molecular  standard  size. Photographs were  taken with  the UVP  system, and  separated by 
knife  based  on  size  of  DNA  fragment,  and  purified  with  the  GeneJET  Gel  Extraction  Kit 
(Fermentas).  
 
2.11.3. Ligation 
For ligation of insert DNA to vector DNA, the T4 DNA ligase (Fermentas) was used according 
to the Fermentas protocol. The ligation was performed with a thermocycler program (15 min 
14°C, 30 min 22°C, 15 min 4°C for 14‐16 cycles). The resulting plasmids were confirmed after 
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transformation  and  plasmid  preparation  by  a  control  digestion  and  comparing  the  band 
height after subsequent gel electrophoresis.  
 
2.11.4. Dephosphorylation of linearized plasmid 
To prevent religation of compatible ends  in the vectors used, Shrimp Alkaline Phosphatase 
(SAP) was  used.  SAP  dephosphorylates  the  5'‐phosphate  residues  of  the  vector  ends  and 
allows only  the  ligation of  inserts  still bearing phosphate  residues. 1 µL  SAP  (1 U/μl) was 
added to 20 μl restriction mixture after 30 min incubation at 37°C followed by inactivation of 
the SAP for 15 min at 65°C. 
 
2.11.5. Transformation 
10µL of ligation mixture was transformed into 200μL E. coli (DH5α or TOP10F´). To monitor 
the  success of  transformations, positive, negative and  religation controls were performed. 
Aliquots of competent E. coli bacteria were thawed on ice and mixed with the transforming 
plasmid  DNA.  The mixture  was  incubated  on  ice  for  30 min.,  1 min.  at  42°C  and  then 
immediately incubated on ice for 5 min. Thereafter dYT medium was added up to 1 ml. The 
bacteria were  incubated at 37°C  for 30‐60 min. on a  tumble  shaker  for  regeneration. The 
plating of the bacterial suspensions was carried out on ampicillin (100 μg/ml) or kanamycin 
(30μg/ml)  containing  LB  agar  plates.  Finally,  the  plates were  incubated  at  37°C overnight 
(maximum 16 hrs), and sealed with parafilm for storage at 4°C.  
 
2.11.6. Plasmid preparation 
In order to  isolate plasmids  from bacterial colonies,  individual colonies were picked with a 
wood chip,  inoculated  in 5 ml of ampicillin‐ or kanamycin‐containing LB medium and  then 
incubated overnight at 37°C with  shaking. Cells were pelleted with 14000g  for 5 min  in a 
conventional  centrifuge  and  supernatant  was  discarded.  Pellets  were  cleaned  either  by 
GeneJET Plasmid Miniprep Kit #K0503 (Fermentas) or bio‐feedback method. In bio‐feedback 
method, cells were resuspended with buffer P1 (50 mM Tris, 10 mM EDTA pH 8, 100 μg/ml 
RNase A), and lysed by addition of 400µL P2 (0.2 M NaOH, 1% SDS) and shaking. After 5 min, 
7.5 M NH4OAc was added and incubated for 5 minutes on ice. The mixture was centrifuged 
(14,000g x 10 min.) after which the supernatant was mixed with 500 μl isopropanol. After a 
further centrifugation, 300 μl of 2 M NH4OAc was given to the pellet and vortexed briefly. 
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The pellet mixture was  incubated on  ice for 5 min., centrifuged and pellet was precipitated 
by adding 200 µL  isopropanol. Supernatant was removed; pellets were washed with 200 μl 
70% ethanol and resuspended in an appropriate TE (10 mM Tris, 10 mM EDTA) buffer. 
 
2.12. Microinjection 
Fertilized eggs of medaka were collected within 20 min. after spawning. Attaching filaments 
were removed with fine forceps and scissor. Plasmids were cleaned with the Concert Rapid 
PCR  Purification  System  (Gibco  BRL)  in  order  to  minimize  contamination  with  RNase. 
Microinjection was carried out at 1 or 2 cell stage of embryo according  to Kinoshita et al. 
(2009) using Ds plasmid of the reporter and transposase mRNA. The  final concentration of 
transposase mRNA was 10ng/µl containing the Ac transposase gene.   
 
2.13. Screening of transgenic fish 
Embryos  at  different  development  stages  (Iwamatsu,  2004)  or  fish  sedated with MS‐222 
(E10521,  SIGMA,  100  mg/l  for  hatchling,  200  mg/l  for  adult  diluted  in  tap  water)  were 
screened under a fluorescent stereomicroscope (Leica MZ10F) equipped with the GFP plant 
(470/40  nm  excitation,  525/50  nm  emission)  and DSR  (545/30  nm  excitation,  620/60  nm 
emission)  filter  set  to  determine  expression  of  the  transgene.  Figures  were  processed 
(coloring of fluorescence, overlay) with Adobe Photoshop CS4 (Adobe Systems Corporation) 
overlaying bright field and fluorescent images. 
 
2.14. Selection of the transgenic lines 
Most of the embryos  injected with Ds plasmid were mosaic. Adult sexually mature medaka 
bearing gonad fluorescence were able to transmit transgene to F1 generation mated to non‐
transgenic medaka were selected as a potential founder (F0). Individuals having integration 
in their genome without interrupting any known gene were judged as suitable candidates to 
produce homozygote  lines. F1 or F2 reporter fish were raised to maturity and crossed with 
non‐transgenic medaka to confirm that the progeny (F2/F3) shows the specific pattern with 
a segregation ratio of approximately 50% before the analysis of integration site. 
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2.15. Analysis of integration sites 
Genomic DNA of individual reporter fish of the F1/F2 generation was prepared using fin clips 
(Altschmied et al., 1997). Proportionally larger volumes of all reagents were used to prepare 
DNA  from  whole  embryos  or  organs.  Fin  clip  DNA  was  used  for  thermal  asymmetric 
interlaces (TAIL) PCR (Liu and Whittier, 1995) in order to amplify the sequences adjacent to 
the  integrated  reporter  sequence  using  specific  primers  and  conditions  of  TAIL  PCR 
(Emelyanov  et  al.,  2006;  Parinov  et  al.,  2004).  Products  of  the  secondary  and  tertiary 
reactions were analyzed on 0.8‐1.5% agarose gel. Strong individual bands were cut from the 
gel, purified with  the GeneJET Gel Extraction Kit  (Fermentas) and commercially sequenced 
(GATC  Biotech)  using Ds5‐3  or Ds3‐3  primers.  Sequences were  used  to  blast  on  ensembl 
(medaka  genome  version  56‐68)  to  identify  integration  site.  Primers  were  designed  to 
identify genomic DNA of both sides of  the  integration, and  the presence of  the  transgene 
harboring in individual fish.  GoTaqTM‐Polymerase (Promega) was used for genotyping.  
 
2.16. Whole‐Mount in situ hybridization 
Oct4  and  sox2  3’UTR  were  amplified  using  ACCTGATGTAATGAAACCAGG  (forward)/ 
TAGTGATTCATCAATATGCCAAC  (reverse),  and  AGAGCTACATGAACGGCTCC  (forward)/ 
TGCAACCTCTTGCAGATTAAC  (reverse)  primers,  respectively.  The  genomic  fragment  was 
cloned  into pCRII  (Life  Technologies)  and used  to  generate  the  riboprobes with  the  (DIG) 
RNA  labeling kit (Roche) from the SP6 and T7 promoters, respectively by Dr. A. Froschauer. 
For in situ hybridization, medaka embryos were fixed in 4% paraformaldehyde (PFA) in 0.85x 
phosphate buffered saline  (PBST) at 4˚C overnight. Embryos were dechorionated manually 
with forceps under a stereomicroscope in PBST solution, and stored in absolute methanol at 
‐20˚C at least for 30 min. Embryos were rehydrated with PBST. One and 2 day old embryos 
were  digested  for  2 min., more  than  3  days  old  embryos were  digested  for  5 min with 
10mg/mL proteinase K, respectively. The samples were again fixed with 4% PFA solution, and 
hybridized with linearized sense (SP6) and anti‐sense (T7) probes for oct4 of a dilution 1:500 
at 68˚C overnight.   
The  hybridization  signals  were  detected  using  alkaline  phosphatase‐conjugated  pre‐
absorbed  anti‐DIG  antibody  (Roche)  and  nitroblue  tetrazolium/5‐bromo‐4‐chloro‐3‐indolyl 
phosphate (NBT‐BCIP). After in situ hybridization, stained embryos were mounted with 70% 
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glycerol in PBST, and viewed and photographed with Axiocam MRc (Zeiss) or a digital camera 
(Canon Zeiss Powershot G6). 
 
2.17. Antibody staining 
For  the histological analysis of oct4, sox2 and cyp11b  transgenic  individuals,  testis of adult 
males were  fixed  for 2 hrs at room temperature. Ovary, other adult organs and hatchlings 
were fixed overnight at 4°C with 4% PFA/PBS. Samples were dehydrated and embedded  in 
paraffin. All sections, if not mentioned otherwise, were 3 µm sections prepared according to 
standard  procedures  (Kinoshita  et  al.,  2009).  For  immunohistochemistry  (IHC),  the 
fluorescence  signal  of  EGFP  was  analyzed  in  deparaffinized  sections  with  the  Spot  cam         
(# 1.40 and the software Spot Advanced 4.0.9, Diagnostic Instruments, Heights Sterling, MI, 
USA) or  LSM 510  (Zeiss) before  IHC.  The  sections were  incubated overnight with primary 
antibodies (Table 1) diluted  in PBS solution. The next day, samples were washed with PBST 
solution and  incubated with secondary antibodies  (Table 2.4) overnight. DNA were stained 
with dapi (1:20000) or Draq 5 (BioStatus # DR50200, 20µm). Images were photographed by 
Spot cam or Keyance (BZ‐8000) imaging camera or LSM, and processed in Adobe Photoshop 
CS4 (Adobe Systems Corporation) and Spot Advanced 4.0.9. 
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3. Results and Discussion 
3.1. Reporters plasmids 
In order to generate reporter lines of cyp11b, oct4 and sox2, first, putative medaka promoter 
sequence of the respective genes were cloned in EGFP, DsRed or mCherry. 
 3.1.1. Cyp11b  
The putative medaka cyp11b promoter was cloned  in 2 steps. First, an 1151 bp regulatory 
element (Fig. 3.1.A), upstream of cyp11b was amplified from genomic DNA of the FLFII strain 
by PCR. The used forward primer (CTG CCA AAG CTT CAC AGT AT) covered a genomic HindIII‐
site; the reverse primer  (TCC CAT GGA CAT GCT ACC GAT GGT C)  introduced a NcoI‐site  in 
frame to the vector pDS‐EGFP‐Sv40 and pDS‐DsRed‐Sv40. This PCR fragment was cloned into 
the  vector  pCR  2.1‐TOPO  (Invitrogen)  and  sequenced.  Second,  a  genomic  DNA  fragment 
(8849 bp) of BAC (Bacterial Artificial Chromosome) Ola1‐008F01 was cloned into pDS‐EGFP‐
Sv40  (Fig.  3.1.A).  Both  clones were  sequenced  and were  confirmed  their  identity  to  the 
medaka genome sequence  from Ensembl  (Hubbard et al., 2009). To generate pDS‐cyp11b‐
EGFP  and  pDS‐cyp11b‐DsRed,  the  1151  bp  PCR  fragment was  inserted  into  the  plasmids 
using  NcoI  and  HindIII  restriction  enzymes  due  to  an  additional  NcoI  site  in  the  BAC 
fragment.  The  BAC  fragment  was  then  inserted  into  the  plasmids  carrying  the  1151  bp 
genomic  sequence  in  front  of  EGFP  and  DsRed  using  HindIII  and  EcoRV,  respectively 
generating the reporter construct pDS‐cyp11b‐EGFP (Fig. 3.1.C) and pDS‐cyp11b‐DsRed (Fig. 
3.1.D).  
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Figure 3.1. Structure of the gene cyp11b and cloning strategy for reporter constructs of cyp11b‐EGFP 
and cyp11b‐DsRed (not to scale). DS‐sites are shown as arrows; the SV40 polyadenylation sequence 
as SV40 PA; note the  ‘inverse’ orientation  in the vector. A: scaffold 4 (scaff_4) contains the cyp11b 
gene  (AB105880)  (blue  boxes  represent  exons)  and  the  transcript  ENSOLRT0000013339  located 
upstream  (black  boxes). Genomic  restriction  sites  used  for  cloning  are  indicated  below,  the  start 
codon is set to number 1. B: The NcoI site (2 bp downstream of ATG of exon 1) was introduced for in 
frame cloning of the PCR fragment to EGFP or DsRed. The genomic sequence indicated as number 1 
to ‐1151 bp, and ‐1151 to ‐9200 bp were cloned by PCR and BAC, respectively. C: Structure of pDS‐
cyp11b‐EGFP,  and D:  pDS‐cyp11b‐DsRed with  upstream  sequence  fused  to  EGFP  (green  box)  and 
DsRed (red box), respectively followed by SV40 polyadenylation sequence and 5´DS site.  
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3.1.2. Oct4  
Plasmids  pDS‐oct4(s)‐EGFP  (Fig.  3.2.C),  pDS‐oct4‐EGFP  (Fig.  3.2.D),  pDS‐oct4‐DsRed  (Fig. 
3.3.A), pAF236‐1 (Fig. 3.3.B) were generated by A. Froschauer, TU Dresden. To generate pDS‐
oct4‐mCherry,  the  open  reading  frame  of  DsRed  of  pDS‐oct4‐DsRed  was  substituted  by 
mCherry (Fig. 3.3.E).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
   
   
 
 
 
 
Figure  3.2.  Oct4‐EGFP  reporter  construct  (not  to  scale).  A:  Scaffold  32  with  transcripts  of  oct4 
(AY639946) sequences cloned  in reporter construct (indicated by arrows). Blue boxes denote exons 
identified of the predicted transcripts of medaka oct4. DS‐sites are shown as arrows; restriction sites 
used  for  cloning are  indicated below,  the  start  codon  is  set  to number 1. B: A genomic  fragment 
upstream of oct4  including 1276 bp  regulatory sequence  is  indicated as number 1  to  ‐1583. These 
sequences  were  amplified  from  genomic  DNA  of  medaka  FLFII  using  the  forward  primer 
AAgatatcGGCTGCGACACCTGCAGA  and  the  reverse  primer  GTaccggtTCGTAGGTCCGGACTTTGGAC. 
EcoRV  and AgeI were  artificially  introduced  into  forward  and  reverse  primers,  respectively  for  in 
frame cloning  to EGFP. The genomic  fragment between EcoRV and SacII sites  located upstream of 
AY639946 was cloned by BAC. C: pDS‐oct4(s)‐EGFP with upstream 1276 bp oct4 promoter fused to 
EGFP  followed  by  the  3’UTR  of  actb,  and  D:  pDS‐oct4‐EGFP  with  upstream  5556  bp  genomic 
sequence fused to EGFP followed by the 3’UTR of actb and SV40 PA (Froschauer, Khatun et al., 2013).  
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Figure 3.3. Cloning strategy of oct4‐mCherry reporter construct (not to scale). DS‐sites are shown as 
arrows;  the  SV40  polyadenylation  sequence  as  SV40  PA;  restriction  sites  used  for  cloning  are 
indicated below, the start codon  is set to number 1. A & F: pDS‐oct4‐DsRed and pDS‐oct4‐mCherry 
with  upstream  5556  bp  genomic  sequence  fused  to  DsRed  followed  by  the  3’UTR  of  actb,  and 
mCherry followed by SV40 PA, respectively. Since possible restriction site for direct cloning could not 
be found, the cloning of pDS‐oct4‐mCherry was done in 3 steps using another viral vector (B, pAF236‐
1), which has only one AgeI restriction site. 5.556 kb oct4 sequence including DsRed from pDS‐oct4‐
DsRed was  introduced  into pAF236‐1 using the restriction enzyme NotI and EcoRV named pM101‐1 
(C). DsRed of pM101‐1 was replaced by mCherry using AgeI and NotI resulting pM101‐2 (E). Finally, 
pDS‐oct4‐mCherry (F) was generated by inserting the cassette released from pM101‐2 digested with 
NotI and EcoRV into pMDs‐mCherry‐SV40An (D).  
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3.1.3. Sox2 
The gene sox2 has only one exon. The plasmid pDS‐sox2‐mCherry was generated by Dr.   A. 
Froschauer, TU Dresden.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 3.4. Structure of the sox2 gene and pDS‐sox2‐mCherry. DS‐sites are shown as arrows; the SV40 
polyadenylation sequence as SV40 PA. A: scaffold 234 contains sox2 gene  (FJ792650)  representing 
start of transcription marked by 1 on exon 1 of medaka sox2 gene and upstream sequence. Unigene 
ola.9553, which is highly similar to medaka cDNA is located 3898 bp upstream of the NcoI site. B: A 
pDS‐sox2‐mCherry with  genomic  sequences  cloned  (promoter,  NcoI  to  HindIII)  fused  to mCherry 
(dark red box), followed by SV40 polyadenylation sequence and 5´DS site. 
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3.2. Generation of transgenic reporters by Ac/Ds system  
Several  methods  for  transgenesis  have  been  developed  to  improve  the  germline 
transmission rate in plants and animals. The Ac/Ds system has been widely used as a suitable 
tool of transgenesis of various plant species (Bancroft et al., 1992; Izawa et al., 1991), yeast, 
human cells, zebrafish (Emelyanov et al., 2006 and references therein), and also of medaka 
(Froschauer et al., 2012). The germline transmission rate of the Ac/Ds system is estimated as 
30%  in medaka  (Froschauer et al., 2012), and 57%  in zebrafish  (Emelyanov et al., 2006). 5 
plasmids,  pDS‐cyp11b‐EGFP,  pDS‐cyp11b‐DsRed,  pDS‐oct4‐EGFP,  pDS‐oct4‐mCherry  and 
pDS‐sox2‐mCherry were injected with transposase RNA in Ac/Ds system in order to generate 
Tg(cyp11b‐EGFP),  Tg(cyp11b‐DsRed),  Tg(oct4‐EGFP),  Tg(oct4‐mCherry)  and  Tg(sox2‐
mCherry) reporter fish, respectively.  
 
Table  3.1. Transgenic lines 
Name of plasmid  Total 
inject‐
ed 
Strains 
 
Survived 
up to 
hatchling 
No. of fish 
(F0) tested 
for 
inheritanc
e 
% of 
transgenic 
progeny (F1 
x non‐
transgenic) 
Transgenic lines 
 
pDS‐cyp11b‐EGFP  70  FSI, STII  39 3 50‐81 FSI‐Tg(Cyp11b‐EGFP)20*
pDS‐cyp11b‐
DsRed 
37  FSI, STII  16 2 48‐52 FSI‐Tg(Cyp11b‐
DsRed)1434  
pDS‐oct4‐EGFP  86  FSIgu, FSI  52 1 74% FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)17  
pDS‐oct4‐mCherry  77  FSIgu, FSI  46 2 93%  FSI‐Tg(oct4‐mCherry)A 
FSI‐Tg(oct4‐mCherry)5  
pDS‐sox2‐mCherry  100  FSI, STII  46 2 46‐50 FSI‐Tg(Sox2‐mCherry)7*
FSI‐Tg(Sox2‐mCherry)17 
*: homozygous, others: heterozygous 
The transgenic expression of reporter genes was observed during embryonic development, 
hatchling  and  adult  in  order  to  obtain  suitable  founder  of  the  respective  reporter  lines. 
Individual F0 fish were mated to non‐transgenic strains, and the progeny were screened for 
fluorescence. Then,  individual F1 fish with appropriate fluorescence pattern were mated to 
non‐transgenic  fish  to  estimate  number  of  integrations.  After  identification  of  the 
integration site, the transgenic  lines carrying single  integration  in a genomic region with no 
predicted  genes were  isolated,  and  inter‐crossed  to  generate  homozygote  reporter.  The 
Ac/Ds technique appears to be an effective transgenesis system for medaka since transgenic 
reporters  of  faithful  expression  pattern  (described  below)  could  be  produced  by 
microinjecting  for only 1 or 2 days, and  it’s easy to  find out the  integration, genotype and 
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screen visually. The integrated transgene is inherited in Mendelian fashion in the generation 
of actb‐EGFP reporters (Froschauer et al., 2012). Although multiple  integrations (Table 3.1) 
in the reporter lines require an outcrossing to produce homozygote reporters, a low number 
of insertions allowed choosing a suitable integration that doesn’t interrupt any known gene.  
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3.3. Cyp11b 
3.3.1. Cyp11b reporter construct for the generation of transgenic lines 
Two  distinct  isoforms  of  CYP11B,  CYP11B1  and  CYP11B2,  respectively,  are  found  in man 
(Mornet et al., 1989; Kawamoto et al., 1990), rat (Nonaka et al., 1989) and mouse (Domalik 
et  al.,  1991)  adrenal  glands, which  are  involved  in  the  production  of  corticosterone  and 
aldesterone  (Payne and Hales, 2004).  In  teleosts, only one  form of Cyp11b  is expressed  in 
head kidney and testis  (Kusakabe et al., 2002; Yokota et al., 2005; Zhang et al., 2010). The 
evolution  of  corticosteroid  receptors  have  been  studied  in  detail  (Baker,  2003;  Bury  and 
Strum,  2007).  The  earliest  evidence  for  the  presence  of  steroid  receptors  is  in  agnatha 
(lamprey). A genome duplication event in the early gnathostomes has produced a set of two 
corticosteroid  receptors,  a  glucocorticoid  and mineralocorticoid  receptor,  which  are  still 
present in Sarcopterygii and tetrapods with divergent function. Since the regulatory element 
of  cyp11b  in  teleost  is  not  known,  plasmids  containing  9.2  kb  cloned  genomic  fragments 
including all putative promoter sequence were used for the generation of cyp11b reporters. 
Nonetheless, the founders showed reporter signal typical of anti‐cyp11b1 (described below). 
Transgenic  lines of  FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20  and  FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434 were  generated 
for the simultaneous use of either EGFP or DsRed, respectively, with other reporter lines in 
an experimental strategy using double transgenic fish. 
 
3.3.2. Establishment and  in vivo expression of cyp11b‐EGFP and cyp11b‐DsRed transgenic 
medaka  
Embryos  of  the  1  or  2  cells  stage  were  injected  with  the  plasmid  pDS‐cyp11b‐EGFP  to 
generate cyp11b‐EGFP transgenic medaka. The embryos were mosaic at 1 dpf. Three males 
of F0 generation had kidney fluorescence at 6‐7 dpf and gonad fluorescence of the juvenile. 
2  founder males  were  chosen  and  crossed  with  the  FSI  strain  producing  10%  and  18% 
positive progeny, respectively.  Strong cyp11b‐EGFP expression in kidney of both males and 
females was  first visible at 4 dpf  in vivo  (Fig. 3.5.a) and also  in adult  (Fig. 3.5.c)  in  the F1 
generation.  Similar  patterns  with  different  intensities  of  fluorescence  in  kidney  were 
observed among the F1 progeny, probably due to positional effect. Cyp11b‐EGFP expression 
was also observed in adult testis when the abdomen was opened. Three male reporter fish 
of the F1 generation were crossed with non‐transgenic  females of FSI strain producing 44‐
81%  positive  F2  offspring.  These  ratios  were  indicative  of  single  (44%)  and  multiple 
integrations (81%).   One of the  integration site was  located on chromosome 20 (21352.175 
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Mb), where no known genes are predicted. Cyp11b‐EGFP reporters of the F3 generation of 
chromosome 20  integration were  isolated and mated  to establish a homozygote  line. The 
resulting homozygote F4 progeny were termed as FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20. No difference of 
fluorescence  pattern was  observed  between males  and  females when  the  FSI‐Tg(cyp11b‐
EGFP)20  reporters  were  crossed  with  FLFII  strain  to  determine  the  genetic  sex  of  the 
embryos (Wada et al., 1998). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure  3.5.  In  vivo  expression  of  cyp11b  reporters.  a:  4  dpf  old,  c:  adult  FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20 
reporters  expressing  EGFP.  b:  7  dpf  old  FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434  reporter  expressing  DsRed  in 
kidney. Arrowheads indicate transgenic cyp11b expression in the kidney. 
 
In order to generate cyp11b‐DsRed reporter, embryos of FSI and STII strains were  injected 
with  the  pDS‐cyp11b‐DsRed  plasmid.  Founder  individuals  with  both  kidney  and  testis 
fluorescence  were  crossed  with  non‐transgenic  females  generating  F1  progeny.  In  vivo 
cyp11b‐DsRed expression was observed  in  kidney  at 7 dpf  (Fig. 3.5.b),  later  than  cyp11b‐
EGFP expression probably owing to a lower detection sensitivity of DsRed.  Similarly, DsRed 
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fluorescence  has  been  reported  to  appear  later  than  GFP  fluorescence  in  transgenic 
zebrafish embryos using the same tissue‐specific promoters (Wan et al., 2002). Reporter fish 
of  the  F1  generation were  out‐crossed with  non‐transgenic  FSI  female  and  FLFII male  to 
produce offspring of F2 generation. One of  the  integrations was on  scaffold 1434  (18.153 
Mb) without interrupting any known gene. These reporters are now in F3 generation, which 
will be used to produce the homozygote FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434 reporter line.  
  
3.3.3. Cyp11b reporter gene expression in Leydig cells  
Concerning  reporter  expression  in  adult  testis,  the  cyp11b  is  expressed  in  the  testis  in 
agreement  with  the  mRNA  expression  in  fish  including  medaka  (Yokota  et  al.,  2005; 
Kusakabe et al., 2002; Jiang et al., 1996). An alignment of the predicted peptide sequence of 
testicular Cyp11b  in medaka suggests  that  this protein  is  the most closely  related gene  to 
Cyp11b  protein  of  fish  as  it  is  68.9%  and  73.4%  similar with  those  of  Japanese  eel  and 
rainbow  trout,  respectively  (Yokota  et  al.,  2005),  and  less  similar  to  adrenal  Cyp11b  of 
mammals  including human  (43.1%) and rat  (39.5%)  (Kawamoto et al., 1990; Nonaka et al., 
1989). 
In the present study, the expression of Cyp11b‐protein, cyp11b‐EGFP (Fig. 3.6) and cyp11b‐
DsRed  (Fig.  3.7)  in  the  adult  testis  were  analyzed  with  immunohistochemistry.  The 
localization of Cyp11b‐protein expressing cells was determined  in adult testis of transgenic 
medaka using an anti‐cyp11b1 antibody. Strong anti‐cyp11b1 signal was observed in groups 
of  Leydig  cells of  the  interstitial  tissue of  testis, and between  two  lobules  (Fig. 3.6.b, d & 
3.7.b,  e).  The  Leydig  cells  are  found within  the  testis  lobule,  between  cysts  and  ducts  in 
medaka  (Gresik et al., 1973). Analysis of  the  transgene expression of endogenous cyp11b‐
EGFP  (Fig.  3.6.e)  and  anti‐DsRed  (Fig.  3.7.c)  of  adult  testis  sections  from  FSI‐Tg(Cyp11b‐
EGFP)20 and FSI‐Tg(Cyp11b‐DsRed)1434 reporters, respectively, and anti‐cyp11b1 antibody 
staining  on  the  same  section  showed  that  the  transgenic  cyp11b  expressions  were  co‐
localized with Cyp11b‐protein expression.  In  fish, 11ß‐hydroxysteroid dehydrogenase  (11ß‐
HSD) plays a role in the production of this predominant androgen, 11‐ketotestosterone (11‐
KT),  while  Cyp11b  catalyses  testosterone  into  11ß‐hydroxytestosterone  (Bury  and  Stum, 
2007; Fernandes et al., 2007). Medaka Cyp11b catalyzes the conversion of testosterone into 
11ß‐hydroxytestosterone  when  the  cloned  cDNA  is  transfected  into  HeLa  cells  in  the 
presence of exogenous testosterone  (Yokota et al., 2005). 11‐ketotestosterone  is the most 
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important  androgen  for  androgenic  potencies  in medaka  as well  as  teleost  (Hishida  and 
Kawamoto, 1970; Borg, 1994; Kime, 1993).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3.6.  Immunolocalization of EGFP  (a, green) and anti‐cyp11b1  (b,  red)  in  testis  cross  section 
from a 6 months old FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20  reporter. Draq 5  staining  (blue)  is merged with green 
channel  (c)  and  red  channel  (d).  The  subcellular  localization  of  Cyp11b‐protein  is mitochondria. 
Overlay of green and red channel (e) showed that cyp11b‐EGFP  is co‐localized with Cyp11b‐protein 
expression. Arrowheads indicate cyp11b‐EGFP or Cyp11b‐protein expression. Scale bar: 10µm. 
 
The Leydig cell proliferation is controlled by Anti‐Müllerian hormone (amh). In mouse, Amh 
receptor type II (AmhrII) is expressed in Leydig cells detected by RT‐PCR (Racine et al., 1998). 
Amh, also called Müllerian inhibiting substance or factor is a glycoprotein dimer belonging to 
the transforming growth factor ß (TGF‐ß) superfamily, and it is expressed by gonadal somatic 
cells. Amh deficient mice exhibit Leydig cell hyperplasia (Mishina et al., 1996). Amh exerts an 
inhibitory effect on Leydig cell differentiation and function. Briefly, differentiation of Leydig 
cell  precursors  is  blocked  in MThAMH  transgenic mice  overexpressing  Amh,  leading  to  a 
decreased  number  of  mature  Leydig  cells  (Racine  et  al.,  1998).  Factually,  Amh  plays  a 
physiological  role  in  maintaining  testosterone  homeostasis  in  mammals  (Teixeira  et  al., 
1999).  Amh  decreases  the  mRNA  expression  of  P450c17  hydroxylase/lyase,  the 
steroidogenic enzyme that catalyzes the conversion of progesterone to androstenedione  in 
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cultured  Leydig  cells,  which  can  not  be  prevented  by  protein  synthesis  inhibitor 
(cycloheximide) proving that amh can affect Leydig cell function independently. However, in 
teleost,  it  is not known whether Leydig cells express amh or amhrII, eventhough, amh and 
amhrII are reported to be expressed  in somatic cells surrounding the germ cells during the 
process of sex determination, gonad formation, and the successive differentiation of gonad 
in both male and female medaka (Klüver et al., 2007). Since, FSI‐Tg(Cyp11b‐EGFP)20 and FSI‐
Tg(Cyp11b‐DsRed)1434 reporters in the present study identify steroid producing Leydig cells, 
these  reporters  provide  an  opportunity  to  unravel  this  interesting  questions  about  the 
expression of amh or amhrII in Leydig cells in medaka testis. Moreover, these reporters are 
interesting  to  study  transgene expression  (number of Leydig cells)  in  seasonal change and 
it’s correlation to spermatogenesis. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3.7.  Immunodetection of cyp11b‐DsRed and Cyp11b‐protein  in  testis cross section  from a 6 
months old FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434 reporter using anti‐DsRed and anti‐cyp11b1 antibody staining 
coupled with Alexa‐488  (a)  and  rhodamine  (b),  respectively.  c:  Combining  both  antibody  staining 
showed  that cyp11b‐DsRed  is co‐localized with anti‐cyp11b1.   d: Merge  images of nucleus staining 
(draq  5)  with  anti‐DsRed,  e:  merge  images  of  draq  5  with  cyp11b‐DsRed.  Arrowheads  indicate 
cyp11b‐DsRed or Cyp11b‐protein expression. Scale bar: 10µm. 
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To analyze  the expression of cyp11b  in  the ovary of  transgenic cyp11b  reporters, an adult 
female  individual  from  each  line  of  the  FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20  and  FSI‐Tg(cyp11b‐
DsRed)1434 were  first  analyzed  for  fluorescence  in  vivo,  and  then  sacrificed.  The  ovaries 
were prepared  from the abdomen and visualized under  fluorescent stereomicroscope. The 
absence  of  a  visible  cyp11b‐EGFP  or  cyp11b‐DsRed  pattern  in  adult  ovary  (not  shown) 
indicates that cyp11b expression  is sex‐specific  in adult medaka. No cyp11b‐mRNA  (Yokota 
et  al., 2005) expression  in  adult ovary of medaka was  also  reported previously  indicating 
sexually dimorphic pattern  in the gonad, although Cyp11b  is reported to be present  in the 
ovary  of  grouper  (Alam  et  al.,  2005).  This  type  of male‐specific  expression  has  also  been 
reported  in  other  teleosts,  such  as  the  Japanese  eel  (Jiang  et  al.,  1998),  rainbow  trout 
(Kusakabe et al., 2002), zebrafish (Wang and Orban, 2007), and tilapia (Zhang et al., 2010).  
 
3.3.4. Medaka cyp11b expression in head kidney  
Since cyp11b‐EGFP is expressed in head kidney from 3 dpf onwards to adult medaka, cellular 
localization of cyp11b‐EGFP and Cyp11b‐protein expression were analyzed  in cross sections 
of head kidney of the founder (F0) of FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP) reporter by IHC. EGFP was labeled 
with primary anti‐GFP antibodies and secondary rhodamine‐conjugated antibodies. The anti‐
GFP signal (Fig. 3.9) was detected in the lymphoid tissue of head kidney. The Cyp11b‐protein 
expression was  also  analyzed  in  the  following  cross  section  using  anti‐cyp11b1  antibody 
staining (Fig. 3.8). The  localization of Cyp11b‐protein  in the  lymphoid tissue of head kidney 
supports the co‐localization of Cyp11b‐protein expression with transgene expression.  
In addition to testis, cyp11b mRNA is expressed in the anterior kidney of fish (Yokota et al., 
2005; Jiang et al., 1996; Liu et al., 2000; Kusakabe et al., 2002). In the present study, cyp11b‐
EGFP and Cyp11b‐protein were expressed  in  lymphoid  tissue  (probably  interrenal cells) of 
anterior  kidney. However,  the  cells expressing  cyp11b‐EGFP  in  the  lymphoid  tissue of  the 
head  kidney  is  yet  to  be  identified. Most  of  the  interrenal  cells  and  chromaffin  cells  are 
associated very closely in head kidney. In teleosts, the interrenal cells are homologous to the 
mammalian  adreno‐cortical  cells  and  the  chromaffin  cells  are  homologous  with  the 
mammalian adrenal medulla. The structure and distribution of the interrenal and chromaffin 
cells have been investigated in a number of teleosts including fathead minnow (Yoakim and 
Grizzle, 1980). Most of  the  interrenal cells are polygonal, but a  few, especially  those  lying 
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close  to  the  walls  of  blood  vessels,  are  columnar  or  cuboidal.  The  cytoplasm  is  dense, 
eosinophilic and sometimes contained vacuoles. On the other hand, the chromaffin cells are 
mostly rounded or irregular in shape and larger than the interrenal cells. Some of those cells, 
lying  close  to  the  blood  vessels,  are  columnar  or  fusiform  with  their  slender  portions 
extending to the wall of the blood vessel. Interestingly, in Bouin’s fixed material stained with 
haematoxylin  and  eosin,  the  cytoplasm  of  chromaffin  cells  appears  less  eosinophilic  than 
that of  the  interrenal cells and  sometimes contained vacuoles  (Yoakim and Grizzle, 1980), 
which distinguish the interregnal cells from chromaffin cells clearly. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3.8. Immunolocalization of anti‐cyp11b1 in 5 µm section of kidney of an adult FSI‐Tg(cyp11b‐
EGFP) reporter of F0 generation. a: overview  (20x) of anti‐cyp11b1, b: overlay of anti‐cyp11b1 and 
dapi staining in a cross section of kidney. Squared areas in a and b shows corresponding region in c‐e 
(63x).  Images  in higher magnification showed that Cyp11b‐protein  is  located  in the  lymphoid tissue 
(probably  interrenal  cells) of head  kidney.  c:  anti‐cyp11b1, d: dapi,  e: merge of  anti‐cyp11b1  and 
dapi. Scale bar: 10 µm. 
 
Cyp11b‐protein is reported to be expressed in the interrenal cells in few other teleosts (Jiang 
et al., 1996, 1998; Kusakabe et al., 2002). In human (Mornet et al., 1989), mouse (Domalik et 
al.,  1991)  and  rat  (Nonaka  et  al.,  1989),  CYP11B1  and  CYP11B2  is  expressed  in  zona 
fasciculata/reticularis  and  zona  glomerulosa,  respectively  produce  corticosteroids, 
glucocorticoids (cortisol, corticosterone) and mineralocorticoids (aldosterone). Teleosts lack 
aldosterone.  Cortisol  is  the  adrenocortical  homologue  in  teleost  fish, which  acts  as  both 
glucocorticoids  and  mineralocorticoids,  respectively.  However,  testicular  Cyp11b  in 
Japaneese eel, which  transcripts amino acid  sequence  shares 38‐48% homology with  that 
from mammalian and frog adrenal glands (Jiang et al., 1996) is involved in the conversion of 
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11‐deoxycorticosterone  into  corticosterone  and  11‐dehydrocorticosterone,  deoxycortisol 
into cortisol and cortisone (Jiang et al., 1998). 11‐dehydrocorticosterone  is  identified as an 
agonist in minerelocorticoid receptor (Bury and Strum, 2007). Cyp11b has been reported to 
catalyze  conversion  of  11‐deoxycorticosterone  to  aldosterone  in  tetrapods  (e.g.  cattle) 
(Morohashi et al., 1987, 1990), pig (Sun et al., 1995), and bullfrog (Nonaka et al., 1995). 
 
 
Figure  3.9.  Immunolocalization  of  anti‐GFP  staining  in  5  µm  section  of  kidney  of  an  adult  FSI‐
Tg(cyp11b‐EGFP) reporter of F0 generation. a‐c: Overview of anti‐GFP  (a), dapi  (b), overlay of anti‐
EGFP and dapi  staining  in a  cross  section of kidney  (c). Squared areas  in a‐c  shows corresponding 
region in d‐f (63x). f: enhanced merge images of anti‐GFP (d) and dapi (e) showed that cyp11b‐EGFP 
is expressed in the lymphoid tissue (probably interrenal cells). Scale bar: 10 µm. 
 
In summary, the cyp11b reporter gene expression recapitulates Cyp11b‐protein expression, 
and the cyp11b gene expression described here is present in both kidney and testis. In order 
to  further  understand  the  presence  and  function  of  cyp11b  in  teleost  kidney,  cyp11b 
expressing cells  in head kidney should be elucidated. The  labelling of Leydig cells will allow 
identifying  the  presence  of  amhrII  in  Leydig  cells,  and  studying  the  seasonal  variation  of 
Leydig cells in adult testis of medaka.  
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3.4. Oct4 
3.4.1. Oct4 reporter construct and the generation of transgenic medaka 
Mammalian Pou5f1, also known as Oct4 or Oct3/4, is a class V POU family gene that encodes 
a  master  regulator  of  pluripotency  in  embryonic  stem  cells,  the  inner  cell  mass  (ICM), 
epiblast, and germ cells  (Pesce et al., 1998). Pou5f1  is  the mammal‐specific paralog of  the 
pou2‐related  gene  of  nonmammalian  vertebrates  (Niwa  et  al.,  2008).  The  synteny  of 
Oct4/Pou5f1  with  Tcf17  is  conserved  in  mammals  and  possibly  the  tetrapod  lineage 
(Frankenberg et al., 2010), and the synteny of oct4/pou2 with Npdc1 and Fut7 is conserved 
in vertebrates from fish to marsupials (Niwa et al., 2008). The co‐existence of both genes in 
monotremes and marsupials suggests that the pou2‐related gene is the ancestral form, from 
which mammalian Pou5f1 is thought to have arisen by gene duplication in early mammalian 
evolution. However,  the medaka embryonic  stem  cells  (MES1) are able  to activate mouse 
oct4 promoter (Hong et al., 2004b). The mouse oct4 promoter sequence has been shown to 
be active also in medaka male germ line stem cells, SG3 (Hong et al., 2004a). Since the oct4 
regulatory sequence in medaka is not known, the upstream sequence of oct4 was analyzed, 
and plasmids harboring genomic  sequences of different  lengths, 1.5 kb  (short) and 5.5 kb 
(long) located in the upstream of oct4 gene fused in frame to EGFP or mCherry were used to 
generate reporters expressing fluorescent protein in stem cells. A sequence highly similar to 
zebrafish  npdc1  (NP_001122255)  was  identified  upstream  of  medaka  oct4  (AY639946) 
transcripts  from  the analysis of genomic data of medaka  (Fig. 3.2.A). The  longer  fragment 
used to drive reporter gene expression spans the genomic region beginning the second last 
intron of npdc1 and ending in the second exon of oct4/pou2 (Fig. 3.2.).  
The construct having the short promoter of oct4, pDS‐oct4(s)‐EGFP (Fig.3.2.C) was used for 
transgenesis and the isolation of F1 reporters (Sprott, 2009). The reporter expression driven 
by this short promoter was  identical to mRNA and protein expression of oct4  in embryonic 
and  sprematogonial  stem  cells,  respectively,  and  transmitted  to  F1  generation  (described 
below). The  reporters of F1 generation  showed  identical pattern but different  intensity of 
fluorescence (S.1.a‐c). One of them had an  integration on chromosome 9 (14.807 Mb)  in a 
region where no genes were known or predicted, and was  termed as FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9. 
Reporters of F2 generation bearing a single  integration on chromosome 9 were  isolated by 
mating a transgenic female of F1 generation with non‐transgenic male (S. 1.e), and allowed 
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the breeding of homozygote FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 reporter fish. The homozygote reporter fish 
were  screened  by  genotyping  (S.1.d).  Furthermore,  the  line  FSIgu‐Tg(oct4‐EGFP)9  was 
obtained from the crossing of FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 line, which is now in F6 generation.  
Another construct containing the  long promoter sequence of oct4 was  injected to medaka 
embryos  in  this work.  Two  female  founders  having  specific  expression  during  embryonic 
development and  in  the gonad were  chosen, and  crossed with  strain FSIgu. The  founders 
produced  22%  positive  F1  progeny. One male  of  F1  generation was  crossed with  a  FLFII 
female.  The  embryonic  development  patterns  of  the  F2  generation  were  identical  to 
endogenous  oct4  expression,  and  differences  in  intensity  of  transgenic  expression  were 
observed. The  reporters were  termed as FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)17. The 
reporters  of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  had  a  stronger  fluorescence  signal  identical  to  the 
endogenous oct4 expression (Fig. 3.11). One male was crossed with FLFII females producing 
approximately  44%  positive  F3  progeny  with  similar  intensity  and  pattern  of  expression 
indicating single  integration. These  reporters are now  in heterozygote state, which can be 
raised and inter‐crossed to generate homozygote FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A line. 
Earlier  experiments  using  DsRed  as  fluorescent  protein  did  not  lead  to  transgenic  line 
(Froschauer, Khatun et al., 2003). Only 12 of 40  injected  fish  survived. 3  females of  them 
showed DsRed signal in their gonads at adulthood. Only 16 fertilized eggs could be collected 
due  to  a  low  fertilization  rate.  The  embryos  showed  strong  red  fluorescence  in  the  first 
blastomeres, but only  few developed  further and died by  the blastula  stage. Therefore,  it 
was not possible to generate transgenic  lines using DsRed as fluorescent protein. Although 
viable  reporter  strains  have  been  described  with multimeric  variants  of  red  fluorescent 
proteins using tissue‐specific promoters, mylz2 (myosin  light polypeptide 2)  in GFP and krt8 
(keratin8)  in  DsRed  (Zeng  et  al.,  2005)  in medaka,  the  toxicity  of  DsRed  have  also  been 
previously  reported  (Shaner  et  al.  2005). Hence,  plasmid  of  oct4  long  promoter  fused  to 
mCherry was injected to embryos of FSIgu and FSI in order to derive oct4‐mCherry reporter. 
Two females of F0 generation having fluorescent gonad and specific expression pattern were 
chosen as founder, raised and crossed with non‐transgenic fish. Progeny from one founder 
showing oct4‐mCherry expression during embryonic development gave 2 lines, one bears an 
integration  on  chromosome  5  (33,489.180  bp)  termed  as  FSI‐Tg(oct4‐mCherry)5,  and 
another  integration  is  yet  to  be  identified  termed  as  FSI‐Tg(oct4‐mCherry)A.  Although 
Results and Discussion 
 
55 
 
constructs of two different  lengths of promoter were used to generate oct4 reporters, the 
majority  of  injected  fish  and  initially  screened  transgenic  lines  showed  a  reporter  signal 
typical for oct4‐expressing cells (described below). The observed differences in fluorescence 
intensity are probably because of position effects  that were  independent of  the promoter 
length used in the cloning of constructs. 
3.4.2.  Expression  of  oct4‐EGFP,  oct4‐mCherry  and  endogenous  oct4  during  embryonic 
development  
Oct4  gene  expression  was  studied  by  whole  mount  in  situ  hybridization  (WMISH)  in 
developing embryos (Fig. 3.11). To evaluate the transgene expression, oct4‐EGFP expression 
of  both  lines,  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  and  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  of  different  important  stages  in 
developing  embryos  of  medaka  were  analyzed  (Fig.  3.11).  In  addition,  the  zygotic  and 
maternal expression of oct4‐EGFP was observed in heterozygous and homozygous reporters 
of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  line  (Fig.  3.10)  because  of  their  earlier  availability.  The  FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)9  heterozygous line was derived from a transgenic male (F2 generation) mated with a 
non‐transgenic female. Oct4 mRNA was initially maternally supplied to the embryo and then 
supplemented with  zygotic  expression.  The maternal  EGFP  expression was  stronger  than 
zygotic  expression.  Fluorescence  could  be  observed  in  the oocyte when  the  embryos  are 
derived  from a  female reporter, and very  faint  fluorescence was present  in  the brain until 
hatchling  at 9dpf  (Fig. 3.10.g & h). The expression of  transgenic EGFP of  line  FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)9  and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A, and endogenous oct4 showed strong oct4 expression in the 
embryonic stem cells (Fig. 3.11. a, e,  j; 3.10.a)  in consistent with previous study of medaka 
oct4 mRNA expression (Sanchez‐Sanchez et al., 2010) as well as zebrafish spg/pou2 (Burgess 
et al., 2002).   
The  zygotic EGFP expression was  intensive  in  cells until 1 dpf  (Fig. 3.10.b)  and decreased 
afterwards  to a patchy pattern at 2 dpf  (Fig.3.10.c), which was not detectable after 3 dpf 
(Fig.3.10.d). However, two centers of oct4‐EGFP expression, namely protobrain and tail tips 
were detected at stage 18 (Fig. 3.11.k) and stage 19 (Fig. 3.11.l), respectively in FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)A. Similarly, oct4 mRNA expression  is confined to the protobrain at stage 18, and tail 
tips at stage 18 and 23  in present study (Fig.3.11.b & c). This oct4 mRNA expression of tail 
tips are also reported by Sanchez‐Sanchez et al. (2010). The strong EGFP signal at 1 dpf and 
afterwards  could  be  attributed  to  the  stability  of  EGFP, which was  not  observed  in  oct4 
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mRNA  expression.  The  EGFP  expressing  cells  in  the  protobrain  and  tail  tips  could  not  be 
detected in reporters of FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 probably due to too strong EGFP expression. Or, 
these were not detectable because of a positional effect or short promoter sequence.  
Although the expression of oct4 RNA in developing brain of medaka has been shown earlier 
(Thermes et al., 2006), it has been questioned by Sanchez‐Sanchez et al. (2010). At stage 19, 
oct4 RNA is reported to be detected in telencephalon and ectopic expression of simplet gene 
(smp) induces oct4 expression in this additional region of brain (Thermes et al., 2006). Smp is 
expressed  in  actively  proliferating  cells  of  the  central  nervous  system  (CNS)  throughout 
embryogenesis  and  it’s  inactivation  with  morpholino  oligonucleotides  led  to  midbrain‐
hindbrain boundary  (mhb) defects at stage 24. Similar developmental malformation of  the 
mhb  in  zebrafish  is  one  of  the  key  phenotypes  of  the  spg  (spiel‐ohne‐grenzen) mutant 
(Burgess et al., 2002). Spg is required for the mhb establishment of zebrafish (Belting et al., 
2001). The spg is mapped to pou2, and pou2 mRNA injections rescue the loss of spg mutant 
phenotypes including the loss of pax2.1 expression and of other markers, which are normally 
reduced  in  spg  mutants  (Burgess  et  al.,  2002).  Moreover,  pou2  antisense  morpholinos 
phenocopy the spg phenotype of brain and tail malformation of wild‐type embryos.  In this 
study, strong mRNA signal of oct4 on tail tips appeared first, then a very weak expression in 
fore‐,  mid‐,  and  hind‐brain  (Fig.  3.11.  d)  was  detected  at  stage  23,  in  comparison  to 
background  and  tail  tips.  Eventhough,  this  oct4  mRNA  signal  was  very  hard  to  detect, 
repeated  experiments  of WMISH  showed  similar  results  in  brain  using  3’UTR  of  the  oct4 
mRNA. The transgene expression during brain regionalization of medaka was strong enough 
to be visible (Fig. 3.11.i & n) probably due to the stability of EGFP. Although the function  is 
not  known,  oct4  is  expressed  in medaka  brain  at  stage  23  suggesting  that  the  spg/pou2 
expression in brain is conserved among teleosts.  
Gonocytes marked  by  oct4‐EGFP  can  be  detected  in  embryos  with  chorion  at  stage  28 
(Fig.3.10.c).  The  fluorescence  is  stable  in  early  germ  cells  of  hatchling  (Fig.3.10.i)  until 
adulthood (described below). Stronger oct4‐EGFP pattern in early mitotic cells in the gonads 
of  3  weeks  old  hatchling  could  be  used  to  differentiate  female  (Fig.3.10.k)  from  male 
(Fig.3.10.j).  
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Figure  3.10.  Zygotic  and  maternal  expression  of  oct4‐EGFP  in  heterozygous  and  homozygous 
reporters  of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9.  The  oct4‐EGFP  expression  in  homozygous  line was  stronger  than 
heterozygous line. The zygotic expression was first visible at late blastula stage (a), strong up to 1 dpf 
(b, stage 20) and marks the gonocytes at 2 dpf (c, stage 28) in the embryo with chorion. Oct4‐EGFP 
expression  decreases  at  2  dpf  (c)  and  is  barely  detectable  thereafter  at  3  dpf  (d,  stage  30)  in 
heterozygous line. In homozygous line, the oct4‐EGFP also marks the gonocytes at 2 dpf (f, stage 28), 
was strong up to 3 dpf, visible in brain at 9 dpf (g). A 9dpf old hatchling exhibits weak fluorescence in 
brain (h) and strong signal in the early gonad (i). Inset in h showed corresponding region of same fish 
in i. EGFP expressions in gonads of 3 weeks hatchling indicate earlier mitotic proliferation in female 
(k)  than male  (j). White arrowheads  indicate oct4 positive early germ  cells  in embryo or gonad of 
hatchling. Scale bar: 0.2mm. 
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Figure  3.11  (previous  page).  Expression  of  oct4‐mRNA  in  WMISH  (a‐d),  and  oct4‐EGFP  of 
homozygote  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  (e‐i),  and  heterozygote  Tg(oct4‐EGFP)A  (j‐n)  reporters  during 
embryonic development (Froschauer, Khatun et al., 2013). a‐c, e, h, j, m: lateral view; d, f‐g, i, k‐l, n: 
dorsal view. Strong oct4 mRNA expression was observed at blastula stage (a), and posterior tips at 
stage 18 (b) and stage 23(c), while weak oct4 expression was detected in the protobrain at stage 18 
(b), and fore‐, mid‐, and hindbrain at stage 23 (d). The oct4‐EGFP pattern at blastula stage (e, j) and in 
brain at stage 23 (i, n) were nearly identical to oct4 mRNA expression. Endogenous oct4 expression in 
protobrain and  tail  tips at stage 18  (b) were confined  to Tg(oct4‐EGFP)A at  stage 18  (k) and 19  (l) 
rather  than Tg(oct4‐EGFP)9  (f, g) due  to  the positional effect or probably  the oct4  long promoter 
region or  too  strong EGFP expression. White arrowheads  indicate oct4‐EGFP expression and black 
arrowheads indicate WMISH. Scale bar: 0.2mm.  
 
 
Figure  3.12.  Expression  of  oct4‐mCherry  in  transgenic  heterozygous  reporter  derived  from  a 
transgenic oct4‐mCherry male mated with FLFII strain. The ubiquitous oct4‐mCherry expression was 
visible at stage 16 (a). At stage 24, mCherry expression was particularly apparent in the tail tips (b), 
and  in  the  fore‐, mid‐,  hindbrain  (c)  at  stage  25.  The  fluorescence  in  tail  tips  and mid‐hindbrain 
boundary persisted until 5 dpf (stage 34, d). b & c: enhancement was necessary for printing. Arrows 
indicate oct4‐mCherry expression. Scale bar: 0.2mm. 
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This sexual difference of oct4‐EGFP expression is in accordance that the PGCs in the female 
proliferate more actively than those in the male after finishing migration (Hamaguchi, 1982), 
which provides the first morphological indication of sex differentiation in this species of fish. 
In  medaka,  the  fertilized  egg  contains  estrogen  that  acts  as  an  inducer  of  germ  cell 
proliferation  in  the  female  embryo,  while  DMY  in  male  inhibits  this  cascade  between 
estrogen  (estrogen  receptors)  and  germ  cell  proliferation  (Matsuda,  2005  and  references 
therein). Interestingly, a similar phenomenon of sex determination by proliferation of germ 
cells in females using olvas‐GFP/ST‐II YI strain reporter at 10 dph was used to evaluate water 
contamination  (Hano et al., 2005). The different male and  female proliferation patterns of 
germ  cells on  the onset of gonadal differentiation marked by oct4‐EGFP  reporters  can be 
used  to detect changes  in  sexual differentiation. Moreover,  the oct4‐EGFP can be used  to 
determine the differentiation status of germ cells  in contrast to olvas‐GFP, which  labels all 
stages of germ cells from gonia to pre‐meiotic stages. 
Medaka carrying the transgene oct4‐mCherry showed weaker fluorescence in comparison to 
endogenous oct4 or oct4‐EGFP expression. Zygotic oct4‐mCherry expression  could be  first 
observed at  late gastrula stage, stage 16  (Fig.3.12.a).   The expression of oct4‐mCherry was 
observed  in  tail  tip,  fore‐, mid‐, and hind‐brain at stage 24  (Fig.3.12.b) and 25  (Fig.3.12.c), 
respectively, which  is  similar  to endogenous oct4 pattern  in  the present experiment.  The 
lower brightness of mCherry (Shaner et al., 2005) may lead to the absence of oct4‐mCherry 
in  protobrain  and  in  the  early  germ  cells.  Observations  on  homozygote  oct4‐mCherry 
expression could probably ease the detection of fluorescence in early germ cells of reporters 
due to a higher expression level from two alleles.  
3.4.3. Oct4 expression in primordial germ cells (PGCs)  
Assembly  and  formation  of  the  gonadal  primordium  are  the  first  steps  toward  gonad 
differentiation  and  subsequent  sex  differentiation.  PGCs  specified  at  sites  far  from  the 
prospective gonads migrate to the genital ridge and finally differentiate into sperm and egg 
(Molyneaux and Wylie, 2004). The  formation of PGCs  is determined by maternal  factors  in 
many  model  organisms  like  the  fruit  fly  Drosophila  melanogaster,  the  nematode 
Caenorhabditis  elegans  and  the  anuran  Xenopus  laevis  (Ikenishi,  1998).  In  medaka,  the 
inheritance  of  maternally  provided  asymmetrically‐localized  cytoplasmic  determinants 
directs cells to assume to the germ  line fate similar to zebrafish PGCs (Herpin et al., 2007). 
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One  central  factor  in  all  of  the  analyzed  animals  is  the  homolog  of  the  vasa  gene.  The 
homolog of  vasa  gene  is  a  key determinant  in  the Drosophila  germ plasm  that made  the 
identification  of  PGCs  in  teleosts  like  the  zebrafish  and  the  medaka  possible  on  the 
molecular  level  (Knaut et al., 2000; Shinomiya et al., 2000).  In  fish, vasa mRNA  is  the  first 
molecular marker for PGCs in zebrafish (Yoon et al., 1997). In transgenic reporters, medaka 
Tg(olvas‐GFP), GFP  is expressed  in PGCs during gastrulation, and  in germ  cells during  late 
embryogenesis (Tanaka et al., 2001). The intensity of fluorescence increases dramatically in 
PGCs  at  stage  25, which  allows  easy  detection  of  these  special  types  of  cells  during  the 
course of development  (Tanaka et al., 2001). Clumps of olvas‐GFP positive cells are clearly 
seen  in the ventrolateral region of the  intestine. Since PGCs are the earliest stages of germ 
cells,  the  first  appearance  of  oct4  expression  in  PGCs was  determined.  The  embryos  of 
homozygote Tg(olvas‐GFP) transgenic line from stage 24 (16‐17 somites) to stage 25 (18‐19 
somites) were  sacrificed  and  the  yolk were  removed,  and  visualized  under  a  fluorescent 
stereomicroscope (Leica MZ10F) equipped with the GFP and DSR plant filter to  identify the 
stage at which migrating PGCs finish the colonization to the ventral region. Intriguingly, the 
fluorescence of the migrating PGCs was clearly detected on the ventral region of the embryo 
at 17 somites, while all olvas‐GFP positive cells were visualized to colonize at 19 somites (Fig. 
3.13). On the otherhand, oct4‐EGFP is absent in migrating PGCs (Fig. 3.13), and there is a gap 
of oct4‐EGFP expression  in PGCs  in contrast  to mouse.  In mouse, oct4  is expressed  in  the 
ICM,  epiblast  and  PGCs  of  early  developing  embryo,  and  persists  in  germline  stem  cells 
(Pesce et al., 1998).  
Expression of the transgene and oct4 mRNA (Fig. 3.14.a & e) could be detected in the PGCs 
only when they colonize the ventrolateral region of the intestine. This result was confirmed 
by  the  simultaneous  analysis  of  double  transgenic,  FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21  x  FSI‐Tg‐
(oct4‐EGFP)9 reporters. A  female of FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21 generated by C. Rieger, TU 
Dresden  was  crossed  with  a male  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  to  produce  this  double  transgenic 
reporters. The plasmid, pDS‐vasa‐H2B:mRFP  (Froschauer, Khatun et al., 2013) consisting of 
about 3 kb vasa promoter located upstream of the start codon (Tanaka et al., 2001), 1.1 kb 
fusion product of H2B:mRFP (Rembold et al., 2006) and the 660 bp vasa‐3'UTR were injected 
to generate FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21. The histone H2B monomeric  fusion protein  led  to 
red fluorescence in the nucleus of germ cells. After dechorionation and removing yolk, FLFII‐
Tg(vasa‐H2B:mRFP)21  x  FSI‐Tg‐(oct4‐EGFP)9  reporters  were  first  visualized  under  Leica 
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MZ10F, then with LSM. At 17 somites stage, oct4‐EGFP (Fig. 3.14.c) was not observed in the 
migrating PGCs visualized by  their nuclear  red signal of vasa‐H2B:mRFP  (Fig. 3.14.d). After 
approximately 1 hr., oct4‐EGFP was observed to colocalize with RFP expression  from vasa‐
H2B:mRFP in the cells colonized to the prospective ventrolateral region of the intestine (Fig. 
3.14.g‐j)  suggesting a change  in cellular program. Although  the  residual EGFP persists  in 2 
dpf old embryos, the migrating PGCs didn’t express oct4 when they align in the lateral plate 
of mesoderm. The PGCs migration is shown to be as a consequence of SDF‐1a (stromal cell‐
derived factor 1) and SDF‐1b guided migration (Herpin et al., 2008; Kurokawa et al., 2006). 
Sdf‐1a dependent movement is restricted to the posterior lateral plate mesoderm posterior 
to  the  level  of  the  sixth  somite  (Kurokawa  et  al.,  2006),  and  simultaneously  sdf‐1b  rises 
(Herpin  et  al.,  2008).  Both  sdf1  co‐orthologues  show  only  partly  overlapping  expression 
pattern and cooperate in the correct positioning of the PGCs.  
 
 
Figure 3.13. Detection of PGCs  in  transgenic medaka of olvas‐GFP and oct4‐EGFP. Migrating PGCs 
and clamp of germ cells could be detected by GFP fluorescence  in olvas‐GFP reporter at 17 and 19 
somites, respectively. Oct4‐EGFP expression was observed after colonization of PGCs to the ventral 
part of the embryo at 19 somites. White arrowheads indicate cells showing GFP fluorescence. Yellow 
spots are autofluorescene of yolk. Scale bar: 0.2mm. 
O
c
t
4
‐
E
G
F
P 
O
l
v
a
s
‐
G
F
P 
17 somites  19 somites 
Results and Discussion 
 
63 
 
   
 
Figure 3.14. Expression of endogenous oct4 (WMISH), oct4‐EGFP and vasa‐H2B:mRFP in the embryo 
of 17 (a‐d) and 19 somites (e‐j) (Froschauer, Khatun et al., 2013). c ‐ d, and g ‐ j are same individual of 
double transgenic embryos of FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21 x FSI‐Tg‐(oct4‐EGFP)9 at 17 somites and 19 
somites, respectively. At 17 somites stage, endogenous oct4  is expressed at only the tips of the tail 
(a:  antisense,  b:  sense).  The migrating  PGCs  detected  by  vasa‐H2B:mRFP  (d,  enhancement  was 
necessary for printing) did not express oct4‐EGFP (c). At 19 somites stage, endogenous oct4 can be 
detected at the tips of the tail and also in the ventral region of the embryo (e: antisense, f: sense). j: 
overlay of the reporter signal of oct4‐EGFP (g) and vasa‐H2B:mRFP (h) co‐expressed in PGCs (insets) 
confirmed by LSM (arrowheads) indicating that all of the early germ cells detected by vasa‐H2B:mRFP 
are oct4 positive. Yellow spots are autofluorescene of yolk, black arrowheads indicate oct4‐mRNA or 
migrating PGCs, white arrowheads in g‐h indicate pigment cells visible in both red and green channel. 
Scale bar: a‐h: 0.2mm, i‐j: 10µm. 
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Oct4‐EGFP expression was also observed in early germ cells of hatchling after completion of 
gonadal anlage formation  in male and female. Between stages 27 and 29, the  lateral‐plate 
mesoderm  differentiates  into  two  layers,  the  somatic  mesoderm  and  the  splanchnic 
mesoderm,  between  which  the  body  cavity  is  formed  (Hamaguchi,  1982).  During  this 
process,  the PGCs  are  transferred  into  the  somatic mesoderm,  through which  they move 
towards  the  dorsal mesentery.  The  gonadal  anlage  is  completed  and  all  germ  cells were 
accommodated in it by stage 30, after which some mitotic PGCs are occasionally observed in 
the  gonadal  anlage.  In  the mouse,  the  PGCs  are  called  gonocytes  after  reaching  gonadal 
ridges  (10‐11  dpc)  (McLaren,  2003).  At  stage  34,  the  sex  differentiation marker,  DMY  is 
found in the coelomic epithelium under the nephric duct (Matsuda, M., 2005 and references 
therein).  In  order  to  know  the  oct4‐EGFP  in  gonad  after  completion  of  the  formation  of 
gonadal anlage in both sexes, cross and sagittal sections of 9 dpf old hatchling of FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)9 were prepared along  the gonadal position. The overview of  the  cross and  sagittal 
section of oct4‐EGFP reporter showed that the  juvenile gonad  is  located between  intestine 
and nephros (Fig. 3.15.c & 3.16.c). The highest magnification of the gonad showed that the 
oct4‐EGFP expressing  germ  cells  (Fig.3.15.d & 3.16.i) had  strong PCNA  signal  (Fig.3.15.f & 
3.16.g)  indicating  that  these cells are mitotically active. One of  the germ cells of  the cross 
section  had  the  properties  of  spermatogonia  A  early  (arrowhead)  of  the  adult  testis 
accounting the clearly visible nucleolus and weak DAPI signal (Fig.3.15.e). However, few cells 
including one big cell (blank arrowhead) in the tiny part of the gonad resembling germ cells 
in the sagittal section was oct4 negative (Fig. 3.16.i) confirmed by HE‐staining (Fig. 3.16.c). I 
hypothesize  that  this oct4 negative cell could be a quiescent stem cell. Hence,  for  the  full 
recapitulation of transgene expression in the germline cells of the juvenile gonads, 8 double 
transgenic  FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21  x  FSI‐Tg‐(oct4‐EGFP)9  hatchlings  of  9  dpf  old were 
visualized  under  LSM.  Images  of  endogenous  oct4‐EGFP  and  vasa‐H2B:mRFP  reporters 
revealed  that all germ cells  identified by vasa‐H2B:mRFP were oct4 positive  (Fig.3.16.d)  in 
both males  and  females  confirmed by PCR using PG17.5  and PG17.6  for DMY  (Fig.  3.17), 
which  is  a prime  candidate  for  the medaka  sex‐determining  gene  (Matsuda  et  al.,  2002). 
Therefore,  the GFP‐negative all observed cells  in  the section described above might be an 
artifact. Since the stable inclusion of H2B‐mRFP in vasa‐positive cells is a reliable marker, and 
no oct4‐EGFP negative cell could be detected  in double transgenic analysis, quiescent stem 
cell could not be identified in early gonad of 9 dpf old medaka.  
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Figure 3.15. Histological analysis of oct4‐EGFP expression in cross section of a 9 dpf old hatchling of 
line FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 (Froschauer, Khatun et al., 2013). a‐c: HE‐staining of a section in the gonadal 
region  (10x,  20x,  50x  magnification  in  a,  b,  c,  respectively),  the  germ  cells  are  indicated  by 
arrowheads. d‐h:  immunofluorescence (IF)  images (63x). g: Overlay of IF  images using DAPI (e), and 
endogenous‐EGFP (d) showed the cytoplasmic  localization of EGFP  in germ cells. h: Overlay of DAPI 
staining and antibodies against PCNA coupled to Alexa‐ 488 (f). f: nuclear staining of PCNA  in germ 
cells and gut cells. Endogenous‐EGFP  signal was  found  in  the early germ cells  (arrowheads) which 
were  PCNA  positive  indicating  that  germ  cells  are mitotically  active  at  this  stage.  n:  nephros,  g: 
intestine. Scale bar: 10 µm.  
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Figure  3.16. Histological  and  in  vivo  analysis  of  oct4‐EGFP  expression  of  a  9  dpf  old  FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)9  homozygote  hatchling.  a‐c:  HE‐staining,  f‐i:  immunofluorescence  (IF)  images  using  anti‐
PCNA/anti‐mouse Alexa‐488 (h), anti‐GFP/anti‐rabbit rhodamine (i), g: overlay of dapi staining, h & i. 
Squared areas in a and c (4x) correspond to the highest magnification in c (50x) and g‐i (63x) showing 
that mitotically active cells in the gonad are oct4 positive. d: merge images of endogenous oct4‐EGFP 
(e) and vasa‐H2B:mRFP (j) on LSM showed that all germ cells identified by vasa‐H2B:mRFP in double 
transgenic  FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21  x  FSI‐Tg‐(oct4‐EGFP)9 were  oct4‐positive.  Filled  arrowheads 
indicate  oct4‐positive  germ  cells  in  the  gonad  and  non‐filled  (blank)  arrowheads  indicate  oct4‐
negative cells in the gonad. n: nephros, g: intestine. Scale bar: 10 µm except a & f (20 µm). 
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3.4.4. Gonial stem cells express oct4‐EGFP 
Oct4, the key gene that maintains pluripotency  in stem cells  is expressed specifically to the 
spermatogonial  stem  cell  in  testis  of  mouse  and  medaka  (Pesce  et  al.,  1998;  Sanchez‐
Sanchez et al., 2010). The transgene expression of oct4 in medaka testis was analyzed in FSI‐
Tg(oct4‐EGFP)9 and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  lines with  immunohistochemistry to determine the 
specificity  of  the  transgene  expression.  Initially  5  µm  cross  section  of  an  adult  testis  of 
heterozygous FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  reporter of F2 generation was  stained with primary anti‐
GFP  antibodies  and  secondary  rhodamine‐conjugated  antibodies  (S.  2.a‐c)  due  to  earlier 
availability. Oct4‐EGFP expressing cells were distributed at the periphery of the testis (S. 2), 
which was identical to the observation of Sanchez‐Sanchez et al. (2010).  
To  further  characterize  this  oct4‐EGFP  expression,  a  cross  section  of  an  adult  testis  of 
homozygous  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  reporter was  stained with HE  (Fig.  3.18.a‐c).  The  highest 
magnification of the HE staining identified that the large spermatogonia were located on the 
periphery of the testis (Fig. 3.18.c). The transgene expression was detected with endogenous 
oct4‐EGFP  in  the  following  section, and  stained with primary anti‐PCNA,  secondary Alexa‐
488 antibody and counterstained with DAPI (Fig. 3.18.d‐h). The PCNA signal, shape and core 
diameter of nucleus allow the key characteristics for the identification of different germ line 
cells (Donat, 2011). The spermatogonia could be categorized as spermatogonia A early (Ae) 
and late (A), spermatogonia B early (Be) and late (B), while spermatogonia A early (Ae) could 
be  the  most  undifferentiated  spermatogonia.  However,  in  zebrafish,  2  types  of 
spermatogonia type A (type Aund*and Aund) are identified (Leal et al., 2009a). PCNA observed 
in the nucleus of dividing cell  is essential for DNA replication (Kelman, Z., 1997). The PCNA 
signal  appeared  to  be  weak  in  spermatogonia  A  early  and  very  strong  in  cyst‐forming 
Figure  3.17. PCR products of PG17 of 
transgenic  FLFII‐Tg(vasa‐H2B:mRFP)21 
x  FSI‐Tg‐(oct4‐EGFP)9  hatchling 
electrophoresed  in  1%  agarose  gel 
with  λ DNA/Eco47I marker. The  lower 
band  (980  bp)  is  judged  to  represent 
medaka DMY. 5 hatchlings were males 
(XY),  and  3 were  identied  as  females 
(XX) because of the absence of 980 bp 
PCR  product.  Hd‐rR.YHNI  genomic  dna 
and water were used as a positive (XY) 
and negative control, respectively. 
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spermatogonia B late (Fig. 3.18.g). The early spermatogonia are a single cell with the largest, 
weakly stained nucleus close to the tunica albuginea. The nucleus size is relatively smaller in 
the  following division of cells up  to proleptotene,  then again  larger  in  leptotene/zygotene 
(Fig. 3.18.d)  in accordance with the report of Donat  (2011) and Hedrich  (2009)  in medaka, 
and  Leal  et  al.  (2009a)  in  zebrafish.  The  gradient  of  oct4‐EGFP  fluorescence  identified 
spermatogonia  type  A  early  with  the  highest  endogenous  EGFP  fluorescence,  which 
decreased in the mitotically active cells with strong PCNA expression (Fig. 3.18.e).  
Again, IHC including anti‐vasa antibody staining was performed on 3 testis cross sections of 
another FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  (Fig. 3.19) and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  (Fig. 3.20)  reporters  for  the 
full  recapitulation  of  oct4‐EGFP  pattern.  The  sections  were  subjected  to  primary  and 
secondary anti‐PCNA/alexa‐488 and anti‐vasa/rhodamine antibodies and draq‐5 for nucleus 
staining. Endogenous oct4‐EGFP was observed in the sections before the IHC procedure. The 
same testis expression pattern of FSIgu‐Tg(oct4‐EGFP)9 was observed  in the transgenic  line 
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A, in which the long promoter drives the EGFP expression. The distribution 
of  EGFP  positive  cells  in  the  testis  section  from  both  lines  was  highly  similar  to  cells 
expressing the protein (Sanchez‐Sanchez et al., 2010) which makes this reporter fish an ideal 
candidate for studying stem cell biology. Anti‐vasa antibody staining was  incorporated  into 
anti‐PCNA  and  nucleus  staining  in  the  nomenclature  of  spermatogonia  (S.  3).  The 
fluorescence  intensity of anti‐vasa  staining  is decreased  from  spermatogonia A  (early and 
late) to spermatocytes (Sc) and is lost in spermatids (St). The subcellular localization of Vasa 
is cytoplasmic. Spermatogonia A and rarely spermatogonia B early had bright Vasa staining 
in  the  cytoplasm  (Fig.3.19.b  &  3.20.d).  All  of  the  spermatogonia  identified  by  anti‐vasa 
staining were oct4‐positive  (Fig. 3.19.c & 3.20.b)  indicating  that  the  reporter expression  is 
decreased during differentiation and proliferation. Oct4 expression  in  the embryonic  stem 
cells  is  also  downregulated  upon  differentiation  in mammals  (Pesce  et  al.,  1998). Hence, 
both FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A reporters  identify the early spermatogonia 
as  the  cells expressing  the  strongest oct4‐EGFP with  the  largest nucleus diameter,  strong 
anti‐vasa,  and  weak  PCNA  expression  (Table  3.2,  page  #  71),  which  are  probably  the 
spermatogonial stem cell population.  
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Figure  3.18.  Histological  analysis  of  oct4‐EGFP  expression  in  the  testis  of  line  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 
(Froschauer, Khatun et al., 2013). a: Overview (HE‐staining) of a cross section of an adult testis (10x 
magnification).  Squared  area  in  a  shows  the  corresponding  region  in  HE  staining  of  c  (50x 
magnification), and immunofluorescence (IF) images (d‐h: 63x) of the following section. f: overlay of 
IF  images using endogenous‐EGFP (e) and DAPI (d). h: overlay of  IF  images using antibodies against 
PCNA coupled with Alexa‐ 488 (g) and DAPI (d). The strongest anti‐GFP signal was found only in the 
largest  cells of  the periphery, where  spermatogonia  are  located.  The distribution of  these  cells  is 
highly similar  to cells expressing  the protein  (Sanchez‐Sanchez et al., 2010).   The gradient of oct4‐
EGFP patterns  indicates that spermatogonia type A early (Ae) had the highest fluorescence and  low 
PCNA signal followed by mitotically active spermatogonia of type A  late (A) and type B (Be, B) with 
strong PCNA signal. In meiotic stages of  leptotene and zygotene (L/Z), both signals are nearly gone. 
Serotoli cells identified by dapi and PCNA staining (arrows) were oct4‐negative. Scale bar: 10 μm. 
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Figure 3.19. LSM images from cross section in testis lobules of an adult testis of a 11 weeks old FSIgu‐ 
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 reporter showing transgenic EGFP  (a), anti‐vasa/anti‐rabbit rhodamine  (b), anti‐
PCNA/anti‐mouse Alexa‐488  (d, converted to white), and draq‐5  (e). c: Overlay  images of anti‐vasa 
and  oct4‐EGFP  showed  that  all  spermatogonia  identified  by  anti‐vasa  are  oct4‐positive,  and  the 
largest germ cells had the strongest EGFP signal.    f: Merge  images of a, b, d, e showing transgenic 
driven  EGFP  decreased  in  the  mitotically  dividing  cells,  which  had  strong  PCNA  signal.  Ae: 
Spermatogonia  type  A  early,  A:  Spermatogonia  type  A,  Be:  Spermatogonia  type  B  early,  B: 
Spermatogonia type B, L/Z: Leptotene/Zygotene. Scale bar: 10µm. 
Results and Discussion 
 
71 
 
 
Figure 3.20. Histological analysis of oct4‐EGFP expression in the testis of a 7 months old FSI‐Tg(oct4‐
EGFP)A (Froschauer, Khatun et al., 2013) on LSM. a: Overview of spermatogenic cysts showing oct4‐
EGFP (green), anti‐vasa coupled with rhodamine (red), anti‐PCNA coupled with Alexa‐488 (converted 
to white) and draq‐5  staining  for DNA  (blue). The  strongest EGFP  signal  is  confined  to  the  largest 
germ  cells  (b)  at  the  tip  of  the  lobule.  c:  The  early  stages  of  spermatogonia  differ  in  EGFP 
fluorescence, d: anti‐vasa  labels the cytoplasm of germ cells from spermatogonia to meiosis,  lost  in 
spermatid, f: anti‐PCNA pattern of germ cells, g: Overlay images of draq‐5 (e), and f. Oct4‐EGFP labels 
spermatogonia  type  A  (early),  and  deceases  in  later  stages.  Ae:  Spermatogonia  type  A  early,  A: 
Spermatogonia type A, Be: Spermatogonia type B early, B: Spermatogonia type B, Pl: Proleptotene, 
L/Z: Leptotene/Zygotene. Scale bar: 10µm. 
 
Table  3.2.  Endogenous  oct4‐EGFP,  anti‐vasa,  anti‐PCNA  and  nucleus  size  of  the  sperm  in 
spermatogenesis. Stemness  is  inversely  related  to proliferation. Early  spermatogonia begin  to  lose 
oct4‐EGFP on the mitotic division. Pl: Proleptotene, L/Z: Leptotene/Zygotene, +: weak, ++: moderate, 
+++: strong. 
 Type Aearly Type Alate Type Bearly Type Blate Pl L/Z 
Endogenous oct4-EGFP +++ ++ + - - - 
Anti-vasa +++ +++ ++ ++ + - 
Anti-PCNA + +/++ ++ +++ ++ + 
Nucleus size  
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Figure 3.21. Detection of green fluorescence  in primary testis cells of transgenic FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 
reporters  (a) and non‐transgenic  (b) by  flow  cytometry analysis. Plots  show green  fluorescence  in 
correlation to size of the cells represented by forward scatter (FSC). In non‐transgenic individuals, the 
spermatozoa  (sz) and spermatids  (st) can be  identified by their smaller size  (b). The  largest cells of 
early  spermatogonia  (sg)  had  the  highest  green  fluorescence.  Somatic  cells  (s)  didn’t  show 
fluorescence. Germ cells in earlier stages of differentiation are larger and have a DNA content of 2C 
to 4C showing decrease fluorescence. Sc: spermatocytes (A. Franz, Prof. Gutzeit’s research group, TU 
Dresden). 
 
Primary  testis  cells  isolated  from  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  reporters,  and  non‐transgenic 
individuals  as  control  were  analyzed  using  flow  cytometry  (Fig.  3.21)  by  A.  Franz,  Prof. 
Gutzeit’s  research group. Different  cell populations of  transgenic and nontransgenic  testis 
are  recognized by  forward  scatter  (FSC),  in which  the  smallest  cells with  low FSC and  the 
large cells with high FSC could be categorized as spermatids  (St) or spermatozoa  (Sz), and 
spermatogonia,  respectively.  In  the  flow  cytometry  analysis,  the  somatic  cells  show  no 
fluorescence similar to histological analysis  (Fig.3.18, page # 69.). The early spermatogonia 
type  A  comprising  1‐3%  of  all  primary  testis  cells  showed  the  strongest  oct4‐EGFP 
fluorescence of 30  to 200  times higher  than background  (Fig. 3.21.a), which  continuously 
decreases  in  the  course of differentiation and  lost  in  spermatids and  spermatozoa. These 
results of  flow plot are compatible with  the histological analysis of adult  testis. Therefore, 
oct4‐EGFP reporters can be used to isolate spermatogonial stem cell for transplantation in a 
sense  that  the  reporters allow much easier detection of EGFP  in different  spermatogonial 
cell population  in comparison to previous experiments on  isolation of spermatogonial cells 
from  zebrafish  (Nóbrega  et  al.,  2010)  and  rainbow  trout  (Yano  et  al.,  2009)  using  vasa 
sequences to drive GFP expression, which gives  low purity of spermatogonia type A due to 
a b
FS
C
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C
 
Green fluorescence  Green fluorescence 
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continuous expression of vasa and small differences of vasa‐GFP intensity in type A and type 
B spermatogonia.  
 
 
Figure 3.22. Histological analysis of oct4‐EGFP expression  in a mature ovary  from a 2 months old 
female of line FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 (Froschauer, Khatun et al., 2013). a & i: HE‐staining; b, f, j: overlay 
of bright  field  (BF) and  immunofluorescence  (IF)  images using antibodies against EGFP  coupled  to 
rhodamine; c, g, k: overlay of BF and DAPI staining; d, h, l: overlay of anti‐GFP/rhodamine, dapi and 
anti‐PCNA/ Alexa‐488.  Squared area in a‐d (4x) shows the largest magnification in i‐l (63x). Images of 
50x HE staining (i) and 63x IF (j‐l) are combined images of two focus. e: drawing of a germinal cradle 
according to Nakamura et al., 2011 starting with a single  isolated germ cell (stem cell, arrowheads)  
followed by dividing cells  (Gsf), cyst  forming cells  (Gcys) and growing oocyte  (Gdip). All cells  in the 
germinal cradle are oct4‐positive. Gcys and Gdip cells are PCNA positive. Oc: ovarian cavity. Scale bar: 
a‐d: 20 µm, e‐l: 10 µm. 
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The oct4‐EGFP reporters can also be used for further experiment to determine the effects of 
drugs or hypoxia using ex vivo model techniques, which will allow to culture organs to mimic 
‘niche‐like’ conditions, and to assess the effects of respective factors. No in vitro system can 
mimic these  factors that  influence cells  in vivo, e.g. niche conditions, complex  intercellular 
interactions between  stem  cells, differentiated  cells,  and  the  signal  from other  important 
cells (Leydig cell and Sertoli cells) oxygen tensions etc. (Kang and Trosko, 2011). Moreover, 
ex  vivo  organ  culture  system  has  been  adopted  in  teleost  including medaka  (Song  and 
Gutzeit, 2003; Leal et al., 2009b; Miura et al., 2009; Miura et al., 2007;  Miura et al., 1991a; 
Miura et al., 1991b). The oct4‐EGFP reporters will facilitate the visualization of the dynamics 
of stem cell differentiation. Therefore, the ex vivo experiments can be employed to assess 
the effects of different drugs (e.g. wnt signaling inhibitor XAV939; Peterson, 2009) or hypoxia 
to identify which factor controls the gene expression. A deeper understanding of factors and 
signaling  pathways  involved  in  spermatogonial  differentiation  is  the  basis  for  the 
development of improved differentiation protocols. 
Although Oct4 protein is reported to be expressed in germ plasm and some peripheral cells 
of growing oocyte (Sanchez‐Sanchez et al., 2010), Oct4 expression in the germinal cradle of 
medaka  is  not  studied  in  detail  before.  Therefore,  besides  the  analysis  of  oct4‐EGFP 
exprerssion in spermatogonia, the transgene expression was also analyzed in adult ovary of 
FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 line (Fig.3.22) since reporters of the respective line was available earlier 
and showed faithful oct4‐EGFP expression in testis. The maternal expression was very strong 
in adult  female visible  in vivo. The germline stem cell of  the ovary  located  in  the germinal 
cradle  was  identified  by  morphology  of  HE  staining  in  the  ovary  of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 
reporter (Fig. 3.22.e & i) according to Nakamura et al. (2011). Medaka ovary, located in the 
dorsal abdominal cavity beneath the air bladder  is composed of two major compartments; 
the ovarian cavity (oc) on a dorsal side of the ovary, to which the mature eggs are ovulated, 
and  the  stromal  compartment on  a  ventral  side,  in which  the  folliculogenesis  and oocyte 
maturation proceed (Kinoshita et al., 2009). The cradle  in stromal compartment consists of 
single  isolated  germ  cell  annotated  as  stem  cell,  dividing  cells  (2  cells  in  pair,  Gsf),  cyst 
forming cells  (Gcys) and growing oocyte  (Gdip).  In  fact, a  sort of  ‘germline  stem cell’ with 
mitosis can be a  source of many eggs  (Nakamura et al., 2011). All of  the cells  in germinal 
cradle were oct4‐EGFP positive and  the  reporter signal  is present  in all stages  (Fig. 3.22.j). 
Oct4  is shown to play  functional role  in gamete maturation to regulate the developmental 
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competence of mouse oocytes (Zuccotti et al., 2008). Oct4 regulates Stella, a maternal‐effect 
factor required for the oocyte to embryo transition  including several genes that are part of 
gene expression networks implicated in the activation of adverse biochemical pathways such 
as oxidative phosphorylation, mitochondrial dysfunction and apoptosis. Oct4 is also present 
in the ovarian stem cells of medaka, which may fulfill similar roles in the mouse. 
In summary, the oct4‐EGFP expression  in transgenic medaka  is  identical to the endogenous 
expression of oct4/pou2 in all major temporal and spatial analyses. The oct4‐EGFP reporters 
described here allow the observation the oct4 expressing stem cell populations in vivo. The 
identification of the stem cells will provide an opportunity to conduct further experiment on 
the effects of drugs or hypoxia on these cells, or their isolation and transplantation of sorted 
cells for studying developmental potency.  
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3.5. Sox2 
3.5.1. Establishment of sox2‐mCherry reporter 
The  expression  of  sox2,  a  group  B1  sox  gene,  is  considered  as  the  hallmark  of  neural 
primordial  cell  state during  the developmental processes  from  embryo  to  adult  in higher 
vertebrates. Sox2 pattern  in brain has been studied earlier (Alunni et al., 2010). Since sox2 
expression in germ cells is not conserved among vertebrates and it’s expression in germ cells 
of  teleost  is  not  known,  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)  reporters  were  produced  and  transgenic 
expression was analyzed in developing embryo and also in adult testis. In order to generate 
sox2‐mCherry reporter fish, a plasmid containing 3.9 kb promoter sequence (pAF‐249) was 
used. The reporter gives nearly identical expression to medaka sox2 mRNA in brain.  
Embryos injected with plasmid harboring promoter sequence of sox2 were mosaic at 1 dpf. 
Two founders having specific fluorescence in brain and early gonad were out‐crossed to the 
non‐transgenic  FSI  strain.  The  progeny  of  sox2‐mCherry  reporters  of  F1  generation were 
termed  as  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)A  and  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)B.  The  patterns  in  brain were 
different  and  transmitted  into  following  generations.  F1  reporter  fish  of  both  lines were 
crossed  with  non‐transgenic  medaka,  and  screened  for  individuals  harboring  a  single 
integration  of  the  transgene.  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)A  and  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)B  had  an 
integration on chromosome 17 (28894.829 MB) and 7 (16026.501 MB), respectively without 
interrupting  any  known  gene.  Males  and  females  from  both  lines  were  mated  and 
homozygote reporter fish were screened by genotyping.  
 
3.5.2. Expression of sox2‐mCherry during embryonic development 
Transgenic medaka of  the  line FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 and FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7  showed 
identical  expression  until  2  dpf,  after which  the  brain  patterns were  different.  The  first 
fluorescence  was  visible  in  medaka  at  late  gastrula  stage  (Fig.3.24.k)  supplemented  by 
zygotic  expression,  while  the  patterning  of  the  anterior  neural  plate  begins  at  early 
gastrulation  (Wilson  and  Houart,  2004).  To  evaluate  transgene  expression,  in  situ 
hybridization  of  sox2  was  performed  by  S.  Schneider.  The  reporter  expressions  of  FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)17  (Fig.  3.24.f‐m)  were  nearly  identical  to  the  endogenous  sox2  brain 
pattern, and different from the expression of FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7 line (Fig. 3.24.a‐e). The 
mRNA expression was absent between mid‐hindbrain, embryonic body and tail bud at 1 dpf. 
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The  strong  sox2‐mCherry  expression  in  the  anterior  region  gradually  decreased  towards 
posterior  region  at 1 dpf  (Fig.3.24.m), which  is different  to mRNA expression  (Fig.3.24.n). 
This difference could be due to a consequence of the weak fluorescence of sox2‐mCherry. As 
a  result,  the  fluorescence expression  in  the  reporters was observed  later  than  the mRNA 
expression.  
In order to observe transgenic expression of sox2  in embryonic stem cell, the fluorescence 
expression of Tg(sox2‐EGFP)3 reporters generated by F. Gerwien was observed during early 
embryonic  development.  Tg(sox2‐EGFP)3  reporters  are  generated  by microinjecting  pAF‐
sox2P‐EGFP  plasmid  (Gerwien,  2010).  The  plasmid,  pAF‐sox2P‐EGFP  consisting  of  3.9  kb 
genomic  sequence  located  upstream  of  the  start  codon  fused  to  EGFP  followed  by  SV40 
polyadenylation  sequence  and  5’DS  site.  The  EGFP  expression  during  embryonic 
development  of  the  reporter  was  nearly  identical  to  sox2 mRNA  expression  (Schneider, 
2012). Sox2‐EGFP marks embryonic stem cells (Fig. 3.23.a). Sox2 is co‐expressed with oct4 in 
embryonic stem cells of both mouse and human  (Western et al., 2005). Sox2  is one of the 
core transcription  factors that are required  for the propagation of undifferentiated human 
embryonic stem (ES) cells in culture (Boyer et al., 2005).  
 
 
 
 
 
 
Figure  3.23.  Expression  of  sox2‐EGFP  at  blastula  stage  in  Tg(sox2‐EGFP)  reporter  (a),  and  sox2‐
mCherry in early gonad (arrowhead) of FSI‐Tg(sox2‐EGFP)17 reporter (b). 
 
The  sox2‐mCherry expression was observed  in  various parts of  the brain  from 3 dpf,  and 
persists also in adult brain. At stage 32, the transgene fish in FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 showed 
fluorescent  in  fore‐mid‐hind brain, and  rhombic  lips  (Fig. 3.24.g &  l), which keeps  faint  in 
hatchling (Fig. 3.24.i). Consistent with the mRNA expression of sox2 at stage 29 (Fig. 3.24.o) 
and  in adult brain  (Alunni et al. 2010), weak  fluorescent on optic  tectum at  stage 34  (Fig. 
3.24.h) and strong mCherry expression (see text in page # 79) 
a  b
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Figure 3.24  (previous page). Expression of  sox2 and  sox2‐mCherry  throughout medaka embryonic 
development, and in adult brain. The transgene expression of two sox2‐mCherry reporter lines, FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)7 (a‐e) and FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 (f‐m) were evaluated that are currently  in the 
homozygous  and  heterozygous  state,  respectively.  The  transgene  expression  in  line  FSI‐Tg(sox2‐
mCherry)17 is more similar to endogenous sox2 expression in the brain.  Sox2‐mCherry expression in 
the  early  stages  was  similar  in  both  lines.  The  first  sox2‐mCherry  expression  was  visible  in  the 
embryos  at  late  gastrula  stage  (k,  stage  16).  Embryos  at  stage  18  showed  stronger  mCherry 
fluorescence  in  the  anterior  region  gradually  decreasing  towards  posterior  (m). However,  stripes 
produced by the absence of sox2‐mRNA signals in brain and embryonic body (n, black arrows) could 
not be detected in reporter fish (m) probably due to weak expression pattern of mCherry. Insets in n 
& o show corresponding sense probes. Sox2 expression in optic tectum and rhombic lips at stage 29 
(o) were  nearly  identical  to  the  transgene  expression  of  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  line  visible  from 
stage 29 (f) to stage 32 (g, l) and stage 34 (h), respectively.  Similarly, the transgene expression in the 
marginal  zone  between  optic  tectum  and  torus  longitudinalis  of  adult  brain  in  line  FSI‐Tg(sox2‐
mCherry)17  is  in accordance with the observation of Alunni et al., 2010  in adult brain (j, marked by 
white m). The transgene expression in olfactory pit (a‐e, arrow)  in line FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7 is not 
observed in the expression of sox2 mRNA or FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 line. Black arrowheads indicate 
sox2‐mRNA and white arrowheads  indicate  sox2‐mCherry expression.  st:  stage; c: chromosome; e: 
eye,  fb:  forebrain, md: midbrain, hb: hindbrain,  tb:  tailbud, k: kidney, ot: optic  tectum; rl: rhombic 
lips, m: margin between optic tectum and torus longitudinalis. Scale bar: 0.2 mm.  
 
on the margin between optic tectum and torus longitudinalis in adult brain (Fig. 3.24.j) were 
observed in the reporters of FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17. In medaka, Sox2 is reported to directly 
control  Six3.2, which  regulates  telencephalic  and  retinal  specification  in  a  concentration‐
dependent  manner  (Beccari  et  al.,  2012).  Sox2  overexpression  caused  telencephalic 
enlargement and retinal reduction. Sox2 morphants displayed reduced telencephalic, retinal 
and hypothalamic fields at stage 16.  
In another line of sox2‐mCherry reporters, FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7, fluorescence expression is 
visible  in  the  kidney  from 3 dpf  at  stage 32  (Fig. 3.24.b), which persists  in hatchling  (Fig. 
3.24.d), and also  in adult. This sox2‐mCherry expression  in kidney was not detected  in FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)17. Clear  sox2‐mCherry expression was observed  in most of  the parts of 
brain,  gut  and  retina  at  stage  34  (Fig.  1.24.c)  and  hatchling  (Fig.  3.24.d)  in  FSI‐Tg(sox2‐
mCherry)7, which are also different from FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17. Sox2‐mCherry expression 
in the olfactory pit  (arrows)  is visible at stage 23, become stronger at stage 29  (Fig.3.24.a) 
and  is  observed  in  further  developmental  stages  and  adult  of  line  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7 
(Fig.3.24.c‐e),  but  absent  in  line  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  (Fig.3.24.f‐k). However,  no  sox2‐
mRNA  is  detected  in  the  olfactory  pit  (Fig.3.24.o;  Alunni  et  al.,  2010).  Therefore,  the 
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reporters  of  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  line  resemble  more  endogenous  sox2  expression 
pattern in the brain in comparison to FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7. 
Due  to  having  limited  information  of  sox2  expression  in  germ  cells  of  teleosts,  9  dpf  old 
hatchlings  of  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  line  were  fixed  overnight  with  4%  PFA  solution, 
washed,  yolk was  removed  from  the  belly,  and  visualized  under  fluorescent microscope 
(Leica, MZ10F). Fluorescence  in the gonad could not be observed  in heterozygous progeny. 
Although  the homozygote  reporters  showed  fluorescence  in  the early gonad  (Fig. 3.23.b), 
the pigment cells of the strain obstruct the visualization of  individual germ cells with LSM. 
Since  all  of  the  early  germ  cells  identified  by  vasa‐H2B‐mRFP  expression were  oct4‐EGFP 
positive  (chapter 3.4.3), double  transgenic heterozygous  reporters of FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 x 
FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  were  generated  to  recapitulate  sox2  expression  pattern  in  early 
germ cells. However, no fluorescence could be detected in the early germ cells probably due 
to weak expression of mCherry from single allele. These double transgenic reporters can be 
intercrossed  to  produce  homozygote  reporters  having  at  least  homozygous  allele  of  FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)17  integration,  and  used  to  analyze  the  presence  of  transgene 
fluorescence of sox2 in early germ cells in future. 
3.5.3. Sox2‐mCherry expression in adult testis 
Although SOX2  is absent from the germ cell  lineage during development  in human (Perrett 
et al., 2008), it is co‐expressed with Oct4 and Esg1 in germ cells of mouse (Sonne et al., 2010; 
Western  et  al.,  2005).  The  sox2‐mCherry  reporters  of  both  lines  gave  nearly  identical 
transgene  expression  in  adult  testis.  The  fluorescence  expression  in  adult  testis  of  FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)17  reporters  are  stronger  than  that  of  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)7.  In  the 
present  study,  two  antibodies  (anti‐DsRed  and  anti‐mCherry)  were  used  to  observe  the 
reporter fluorescence in testis section. The anti‐DsRed antibody gave a brighter and clearer 
signal. Strong sox2‐mCherry fluorescence signal was detected  in  interstitial cells and Leydig 
cells (Fig.3.27.a, page # 84) using primary anti‐DsRed and secondary rhodamine‐conjugated 
antibodies.  No  fluorescence  was  detected  in  spermatogonia  labeled  by  strong  anti‐vasa 
antibody staining  in cytoplasm (Fig.3.27.c‐d, page # 84). This observation was confirmed by 
observing  double  transgenic  reporters  of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9/FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  (Fig. 
3.28; page # 85).  In order  to  investigate  the  sox2 protein expression  in adult  testis,  cross 
sections of FLFII medaka testis were stained with 2 different anti‐sox2 antibodies (Chemicon 
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companies and MPI‐CBG). Although both  the  available  sox2 antibodies  cross‐reacted with 
medaka proteins, the antibodies labeled different cell populations in medaka testis sections. 
The antibody from MPI‐CBG labeled intracellular and interstitial cells, and is absent in germ 
cells  (Fig.  3.25.e  &  g).  In  contrast,  the  antibody  from  Chemicon  Company  labeled 
spermatogonia  (Fig.  3.26.c  &  d).  The  immunogen  sequence  of  anti‐sox2  antibody  from 
Chemicon Company  is ‘Gly 135‐Met317 of the human SOX2’ and antibody from MPI‐CBG  is 
amino acids ‘1‐44 of the axolotl Sox2’. These antibodies are not very similar (74% and 52%, 
respectively)  to  the  predicted  Sox2  peptide  sequence  of medaka.  In  fact,  antibody  from 
Chemicon company  is  reported  to be absent  in carcinoma  in situ  (CIS) cells,  in contrast  to 
sox2 detection by mRNA and anti‐sox2 antibody from Milipore, AB5603 (Sonne et al., 2010).  
The antibody  from Chemicon  is  raised against  the  region of  the human SOX2 protein  that 
contains the sumoylation site at amino acid 247. The endogenous sox2‐mCherry patterns in 
adult  testis  partially  overlap  the  protein  expressions  of  the  antibody  from MPI‐CBG  (Fig. 
3.25). Hence, it could not be decided from the experimental data, which antibody labels the 
endogenous  Sox2  protein  properly.  Therefore,  it  is  necessary  to  analyze  the  endogenous 
RNA pattern to elucidate the sox2 expression pattern in the adult testis of medaka. 
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Figure 3.25. Immunohistochemistry of Sox2 protein (antibody from MPI‐CBG) expression in the testis 
cross  section  (2.5  μm) of medaka  FLFII  strain. b: merge  images of  red  channel  (a) & dapi are  the 
negative  control  incubated  without  primary  antibody  (anti‐sox2)  showing  weak  background.  d:  
overview of Sox2 protein  (c) expression and dapi  in a  lobule of testis. The square  in c  indicates the 
region displayed  in e‐g.  Intracellular  (arrowhead) and  interstitial cells  (arrowhead) were  labeled by 
Sox2 protein. e: anti‐sox2 staining, f: dapi, g: overlay of anti‐sox2 and dapi. Scale bar: 10μm. 
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Figure 3.26. Immunolocalization of Sox2 protein (antibody of Chemicon) expression in the testis cross 
section (2.5 μm) of medaka FLFII strain. a: overview of Sox2 protein expression in the testis. Squared 
area in a shows corresponding area in c and d. d: overlay of anti‐sox2 antibody staining (red channel) 
and dapi  (c) showed that Sox2 protein  is expressed  in spermatogonia and  the nucleolus  is strongly 
stained.  b: merge  images  of  red  channel  &  dapi  of  negative  control  incubated  without  primary 
antibody showing weak background.  Scale bar: 10μm. 
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Figure 3.27. LSM  images of cross section of a 5 months old adult  testis of FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17 
showing anti‐DsRed (a, green) and anti‐vasa (b, red) expression. c: overlay images of anti‐dsRed and 
anti‐vasa showed  that anti‐DsRed expression was observed  in Leydig cells  (LC) and  interstitial cells 
(IC). No spermatogonia (sg) showed anti‐DsRed signal. d: overlay images of anti‐dsRed, anti‐vasa and  
dapi (blue). Scale bar: 10µm. 
Results and Discussion 
 
85 
 
 
Figure  3.28.  Fluorescence  images of  testis of double  transgenic  reporters  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9/  FSI‐
Tg(sox2‐mCherry)17. a: signal of oct4‐EGFP expression in spermatogonia (chapter 3.4.4), b: signal of 
sox2‐mCherry,  and  c:  overlay  of  endogenous  oct4‐EGFP  and  sox2‐mCherry  showed  that 
spermatogonia labeled by oct4‐EGFP is not overlapping with sox2‐mCherry.  
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4. Conclusion and Perspectives 
Expression  of  oct4/pou5f1  in  testis  of  adult medaka  and mouse  has  been  shown  to  be 
specific  to  the  stem  cells  of  the  testis,  the  spermatogonia  (Pesce  et  al.,  1998;  Sanchez‐
Sanchez et al., 2010). Oct4, the key gene that maintains pluripotency in stem cells is critical 
for the survival of inner cell mass and germ cells in mammals (Nichols et al., 1998; Roser et 
al., 1990). Oct4, Sox2, and Nanog function are the core transcription factors in control of ESC 
state  (Young,  2011). Medaka  Cyp11b  catalyzes  the  conversion  of  testosterone  into  11ß‐
hydroxytestosterone  (Yokota et  al., 2005). Understanding  the  immense potential of  these 
genes  to pluripotency and  steroidal  function, new  transgenic  lines of medaka using Ac/Ds 
system  has  been  successfully  developed  in  the  present  project.  This  study  has  provided 
reporters  of  cyp11b,  oct4  and  sox2  driven  by  different  lengths  of  promoter  sequence  in 
medaka for stem cells and Leydig cells, which are useful in analyzing medaka development. 
The  transgene  expressions  during  development  are  summarized  in  Fig.  4.1.  In  all  of  the 
major temporal and spatial analyses, the transgenic expression of medaka recapitulates the 
endogenous  expression  pattern,  while  in  situ  hybridization  to  know  endogenous  sox2 
expression probably elucidate the potential of sox2‐mCherry reporters.  
 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
 
 
   
   
 
 
 
 
 
Figure 4.1. An overview of cyp11b‐, oct4‐ and sox2‐reporter gene expression during development of 
the medaka. The boxed area indicates the expression of the transgenes in somatic cells of the testis. 
Cyp11b‐EGFP,  cyp11b‐DsRed  and  sox2‐mCherry  are  expressed  in  Leydig  cells,  while  only  sox2‐
mCherry  is  expressed  in  interstitial  cells.  Broken  lines:  not  expressing  transgene;  Solid  lines: 
expressing transgene; Open lines: not yet determined. 
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Sox2‐mCherry  labeled  Leydig  cells  and  interstitial  cells  in  adult  testis.  Tg(sox2‐EGFP)3 
reporters  generated by  F. Gerwien  showed  very  similar  sox2‐EGFP pattern  to  sox2 mRNA 
expression  during  embryonic  development  (Schneider,  2012).  Therefore,  the  sox2‐EGFP 
expression  was  analyzed  at  blastula  stage  in  Tg(sox2‐EGFP)3.  The  transgenic  expression 
showed that the sox2‐EGFP labeled embryonic stem cells. It’s also important to analyze the 
transgene expression in early gonad of both males and females because the fluorescent cells 
in the early gonad are not  identified yet. However, all of the early germ cells  identified by 
vasa‐H2B‐mRFP were oct4‐EGFP positive, and double  transgenic analysis of FSIgu‐Tg(oct4‐
EGFP)9  x  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  males  and  females  may  recapitulate  sox2  expression 
pattern  in  early  germ  cells.  The  FSI‐Tg(sox2‐mCherry)17  showed  nearly  identical  brain 
pattern to sox2‐mRNA during embryonic development and in adult (Alunni et al., 2010). 
The reporter expression of cyp11b was detected in Leydig cells and lymphoid tissue of head 
kidney  in  FSI‐Tg(cyp11b‐EGFP)20  and  FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434  reporters,  which 
recapitulate Cyp11b‐protein expression. The  identification of  cells expressing  transgene  in 
head kidney of cyp11b reporter by histological analysis of endogenous‐EGFP and HE staining 
on same testis section will be a basis for further experiments regarding kidney development 
since  HE  staining  is  reported  to  elucidate  steroid  producing,  interrenal  cells  as  well  as 
ultrastructure  of  head  kidney  in  fathead  minnow  (Yoakim  and  Grizzle,  1980).  The 
identification of potential steroid producing cells  in head kidney will  facilitate  to study  the 
mechanism of steroid functioning in medaka or interference between cortisol and androgen 
production along the reproductive cycle in teleosts.  
Cyp11b reporters can also be used to determine the initiation of cyp11b expression in testis, 
and  its  involvement  to  manifest  secondary  sexual  characteristics  in  medaka.  The  11‐
ketotestosterone  is  generally  an  effective  androgen  in  stimulating  the  development  of 
secondary  sexual  characters,  reproductive behavior and  spermatogenesis  in  teleost  (Borg, 
1994).  In  medaka,  11‐ketotestosterone  is  the  most  important  androgen  for  androgenic 
potencies (Hishida and Kawamoto, 1970).  
The next experiments using cyp11b reporters will address the  important question whether 
the  receptor of amh, amhrII  is expressed  in  adult  Leydig  cells of  teleost  like  in mammals 
(Racine et al., 1998). The generation of Tg(amhrII‐EGFP)  reporters are  in progress  in Prof. 
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Gutzeit’s  research  group.  Thus,  FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434  reporters will  be  crossed with 
Tg(amhrII‐EGFP) reporters to unravel this interesting question by examining the presence of 
cyp11b  and amhrII  simultaneously  in  teleost  testis.  Since  Smads  are  known  to  interrelate 
with  TGF‐ß  signaling  cascades  and  some  of  them  are  involved  in  amh  action  (Josso  and 
Clemente, 2003),  cyp11b  reporters  can  also be used  to  indentify  their presence  in  Leydig 
cells  using  an  anti‐phospho‐Smad1,5,8/anti‐rabbit  Alexa‐488  antibody  staining.  The 
identification  of  steroid  producing  cells  will  also  allow  studying  the  effect  of  steroid 
producing substances or drugs on these cells. 
Regarding oct4‐EGFP reporter, FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 and FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A under the control 
of different  lengths of oct4 promoter  in medaka showed  identical expression  in embryonic 
and  adult  stem  cells.  The  reporter  showed  highly  similar  oct4  RNA  expression  by  in  situ 
hybridization. Oct4 was detected during brain  regionalization and  shared  some expression 
domains with  zebrafish  spg/pou2.  Application  of  the  reporter  to  gene  deficient  or  over‐
expression model  will  promote  a  better  understanding  of  the  oct4  function  in medaka.  
Double  transgenic  fish  for oct4 and vasa showed  that oct4‐EGFP was not expressed  in  the 
migrating PGCs but in post‐migratory PGCs located in the ventral region of embryo. Further, 
gonadal  sections  showed  the  strongest  oct4‐EGFP  expression  in  the  type  A  early 
spermatogonia  in  the  adult  testis  and  persisted  throughout  the  ovary  development.  In 
addition,  flow  cytometry  showed  the  strongest  oct4‐EGFP  fluorescence  in  type  A 
spermatogonia comprising 1‐3% of all primary testis cells. The transgene expression in adult 
testis  showed  identical  pattern  of  mammalian  oct4  regulating  pluripotency.  Thus,  the 
identification of  stem cells allows  the  reporters  to be used  in  the  study of developmental 
potencies of  these cells, or effects of drugs or hypoxia on  these cells.  I anticipate that  the 
transplantation  of  oct4‐EGFP  expressing  cells  isolated  by  FACS  probably  recapitulates  the 
behavior of the true stem cell population because the continuous expression of vasa in germ 
cells  prevents  the  isolation  of  true  stem  cell  population  in  previous  analysis  of 
spermatogonial  stem  cell  transplantation  in  zebrafish  (Nóbrega  et  al.,  2010).  Another 
important  application of  this  oct4‐EGFP  transgenic medaka  is  to determine  the effects of 
estrogenic  chemicals  or water  contaminants  on  critical  phases  of  reproduction  rapidly.  I 
assume,  the  reporters might  be more  interesting  and  informative  than  previously  used 
olvas‐GFP/ST‐II YI strain (Hano et al., 2005) because of the better  labeling of the testis cell 
population.  In the experiment, the knowledge of gene expression spectra will be expanded 
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by expanding the number of sensor for contaminants  leading to an expansion of spectra of 
detectable  contaminants with  transgenic  fish.  To  assess  the  chronic  effect  of  xenobiotic 
chemicals, double transgenic reporter fish of the lines FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 and FSI‐Tg(cyp11b‐
DsRed)1434  can  be  used  because  of  easy  identification  of  testis  cells,  and  adult medaka 
exposed to 4‐nonylphenol (NP)  is reported to  increase somatic cell death  in previous study 
(Weber et al., 2002).   
The oct4‐EGFP reporters are also  important for further experiments using ex vivo model to 
determine  the  effects  of  drugs  or  hypoxia  because  the  oct4‐EGFP  reporters  facilitate  to 
visualize the dynamics of stem cell differentiation, and the mechanism to maintain stem cell 
properties and to exit into differentiation pathways is a basic question in stem cell research. 
Moreover, ex vivo  system allows  to  culture organ  in niche  like environment,  in which  the 
effects of respective factors can be assessed better than in vitro.  
The oct4‐mCherry  reporters  are  in heterozygous  state,  in which  the  fluorescence  in early 
germ cells, and also  in adult testis could not be detected. The  isolation of reporters having 
single  integration will provide the mating pair  for homozygous reporters, which may allow 
visualizing  the  transgene expression  in  the gonad. This experiment  is  important  in a sense 
that double transgenic reporter of oct4‐mCherry and amhrII‐EGFP  is  interesting to find out 
the presence of germ line quiescent stem cell in medaka because quiescent stem cells in the 
germline of medaka is not yet identified. 
Oct4‐EGFP reporter fish described here labeled PGCs in the gonadal anlage, early germ cells, 
spermatogonia and oogonia, and  cyp11b‐DsRed  reporter  labeled  steroid producing  Leydig 
cells  with  distinguishing  feature  of  male  and  female,  leucophore.  Therefore,  double 
transgenic reporters of FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 x FSI‐Tg(cyp11b‐DsRed)1434 can be interesting to 
study the seasonal variation of spermatogenesis in medaka.  
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Supplementary  Figure  1.  Generation  of  homozygous  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  reporter.  Similar  but 
different  intensities of fluorescent were observed from the  intercross of Tg(oct4‐EGFP) reporters of 
F1 generation (a), and mating of a male Tg(oct4‐EGFP) founder with non‐transgenic FSI female (b). c: 
78‐93%  positive  progeny were  obtained  from  the  analysis  of  3  reporter males mated with  non‐
transgenic females  indicating multiple  integration. f: Two reporters was negative on chromosome 9 
from the genotyping of F1 generation of Tg(oct4‐EGFP) reporters also indicating multiple integration. 
e:  Progeny  from  one  female  reporter  of  F1  generation  having  single  integration  (produce  50% 
positive progeny of same intensity of fluorescent) on chromosome 9 were selected from screening of 
several  males  and  females  mated  with  non‐transgenic  fish,  and  intercrossed  to  produce  stable 
homozygote  oct4‐EGFP  reporter.  d:  Homozygote  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9  reporters  were  screened  by 
genotyping. 
c 
a  b
d
e 
f
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Supplementary Figure 2. Histological analysis of oct4‐EGFP expression  in a cross section  (5 µm) of 
adult testis of heterozygous FSI‐Tg(oct4‐EGFP)9 reporter, F2 generation. The section was  incubated 
with anti‐GFP/rhodamine antibody and nucleus was  stained with dapi. a‐c: overlay of ani‐GFP and 
dapi staining.  Insert  in a  (10x) shows  the corresponding  region  in b  (20x) and c  (40x).  (d) Negative 
control (40x) without primary antibody showed background. The strongest anti‐GFP signal was found 
in groups of  large cells at  the periphery of  the  testis where  spermatogonia are  located. Scale bar: 
10μm.  
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Supplementary  Figure  3.  Cell  type  analysis  in  the  adult  testis  of  FSI‐Tg(oct4‐EGFP)A  reporter. 
Undifferentiated  spermatogonia, mitotic  and  first meiotic  cells were  categorized  and  identified  as 
spermatogonia type A early (Ae) and spermatogonia type A (A), spermatogonia type B early (Be) and 
spermatogonia type B (B), proleptotene (Pl) and leptotene/zygotene (L/Z), respectively based on IHC 
(oct4‐EGFP, anti‐vasa & anti‐PCNA), nucleus size, number of cells of similar pattern and position of 
the  cells.  Ae  had  the  strongest  oct4‐EGFP  expression  (green),  sharply  decreased  in  the  following 
proliferating  and  differentiating  cells,  and  completely  lost  in  meiotic  division.  The  fluorescence 
intensity of anti‐vasa staining  (red) was strong at spermatogonia A  (early and  late) and sometimes 
spermatogonia Be, decreased  in  later  stages,  and  lost  in  spermatid.  The  subcellular  localization of 
Vasa is cytoplasmic. Proliferating cells were identified by PCNA staining (converted to white). PCNA is 
located in the nuclei and the strongest signal appears at spermatogonia B. The nucleus size decrease 
from Ae  to spermatogonia B, and meiotic cells had  larger nucleus size  than spermatogonia B. Scale 
bar: 10µm. 
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